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(Von hier aus sehe ich einen Weg, dessen Ziel ich nicht kenne. 
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1. 1. Funktion von Makrophagen  
Das Immunsystem schützt den Körper vor eindringenden Mikroorganismen und Parasiten. 
Eine erste Verteidigungslinie stellen hier die Leukozyten dar, zu denen Granulozyten, 
Monozyten/Makrophagen und Lymphozyten zählen. Sie entstehen aus hämatopoietischen 
Stammzellen im Knochenmark aus Monozyten. Diese zirkulieren etwa 24 Stunden im 
Blutgefäßsystem und wandern anschließend in verschiedene Gewebe ein, wo sie zu 
Makrophagen ausdifferenzieren. Makrophagen werden je nach Gewebeständigkeit 
unterschiedlich bezeichnet und zusammen mit den im Blut kursierenden Monozyten zum 
sogenannten mononukleären Phagozytensystem zusammengefasst: z. B. Kupffer´sche 
Zellen der Leber, Histiozyten des Bindegewebes, Mikroglia-Zellen des Gehirnes und 
Mesangiale Zellen der Niere.  
 
Im Rahmen der angeborenen Immunität kommt den Makrophagen als professionellen 
Phagozyten eine wesentliche Rolle zu. Die Erkennung von Pathogenen geschieht mittels 
Oberflächenrezeptoren, die die Zellen befähigen, mikrobielle Komponenten, wie z.B. 
Kohlenhydrate, Glykolipide, Proteolipide und Proteine, zu erkennen (Greenberg und 
Grinstein, 2002; Underhill und Ozinsky, 2002) Zu diesen Rezeptoren zählen der Mannose-
Rezeptor, scavenger-Rezeptoren, CD14 oder die Toll like receptors (TLRs; (Akira, 2003)).  
 
Auch in der erworbenen Immunantwort leisten Makrophagen als Antigen-präsentierende 
Zellen einen wichtigen Beitrag: Makrophagen nehmen über Phagozytose Bakterien auf, im 
Phagolysosom werden die Mikroorganismen anschließend hydrolytisch verdaut. Die 
prozessierten Peptidfragmente der Pathogene werden an sogenannte Major 
Histocompatibility Complex (MHC) Klasse II-Moleküle gebunden und an der 
Makrophagenoberfläche den Lymphozyten präsentiert. Die Makrophagen stellen also ein 
Bindeglied zwischen angeborener und erworbener Immunität dar. Eine weitere Funktion 
kommt den Makrophagen bei der Eliminierung von Zelldebris oder apoptotischen Zellen 
zu. Die Phagozytose apoptotischer Zellen ist für den Zellumsatz im Gewebe von großer 
Bedeutung (Platt et al., 1998). Auch bei der Bekämpfung von Tumoren spielen 
Makrophagen eine wichtige Rolle. Aktivierte Makrophagen sind in der Lage, selektiv 
Tumorzellen zu phagozytieren, während sie gesundes Gewebe nicht angreifen (Killian und 
Fidler, 1994). 
 
Makrophagen besitzen wie alle Leukozyten die Fähigkeit, an aktivierte Endothelzellen zu 
adhärieren und durch die Gefäßwand auf einen Entzündungsherd zuzuwandern. Dieser 
Vorgang wird auch Diapedese genannt und setzt sich aus mehreren Schritten zusammen 
(Butcher, 1991; Springer, 1994). Endothelzellen, die mit bakteriellen Produkten oder 
primären Entzündungszytokinen wie Lipopolysaccharid (LPS), Tumornekrosefaktor a 
(TNFa) oder (Interleukin-1) IL-1 in Berührung gekommen sind, setzen sog. Monozyten-
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Chemotaxis-Faktoren frei (Baggiolini und Dahinden, 1994; Ben-Baruch et al., 1995; 
Mantovani et al., 1998). Im Blut zirkulierende Leukozyten binden an Oberflächen-
rezeptoren des Endothels, wie z.B. E-Selektine, oder VCAM1, an die mononukleäre 
Integrine wie a4b1 (VLA-4) binden (Berlin et al., 1993; Alon et al., 1995; Henderson et 
al., 2001). Es kommt wiederholt zu Bindungen, die aber aufgrund des hohen Scherstresses 
durch den Blutstrom wieder aufgebrochen werden, so dass die Leukozyten verlangsamt 
werden und am Endothel entlang „rollen“. Auf die Bindung von endothelialen Chemo-
kinen an Chemokin-Rezeptoren folgt die Aktivierung nachgeschalteter G-Proteine, die 
wiederum in Aktivierung der Makrophagen resultiert, woraufhin besonders Integrine 
verstärkt exprimiert werden und die oben beschriebene feste Adhäsion der Makrophagen 
an das Endothel resultiert (Larson und Springer, 1990; Lobb und Hemler, 1994). Der letzte 
Schritt der Diapedese umfasst die Transmigration zwischen benachbarten Endothelzellen, 
wenngleich alternativ zu diesem parazellulären Weg zumindest für Neutrophile auch 
transzelluläre Transmigration mittels Transzytose durch den Zellkörper der Endothelzellen 
beobachtet wurde (Marchesi und Gowans, 1964; Feng et al., 1998) 
 
Störungen dieser Prozesse führen zu einer inadäquaten Entzündungsreaktion, die Krank-
heitsbilder wie Atherosklerose, Psoriasis, Asthma und Arthritis nach sich ziehen kann 
(Übersicht bei Worthylake und Burridge, 2001). 
Bei der Bildung eines Atheroms sind die Makrophagen maßgeblich an der Entstehung 
thrombotischer Komplikationen beteiligt: Das Endothel reagiert auf hyperlipidämische 
Diät mit einer vermehrten Expression von VCAM1 (Cybulsky und Gimbrone, 1991; Li et 
al., 1993), woraufhin es zu einer erhöhten Adhäsion und Diapedese von Makrophagen 
kommt (Poole und Florey, 1958). In der Intima nehmen die Makrophagen über Scavenger 
Rezeptoren oxidierte Lipoproteine auf, wodurch aus ihnen die sog. Schaumzellen 
entstehen. Die aktivierten Makrophagen sezernieren verstärkt pro-inflammatorische 
Cytokine, reaktive Sauerstoffsspezies und Matrix-Metalloproteinasen, die zu einer Ruptur 
des atherosklerotischen Plaques führen können (Rajavashisth et al., 1999). Zudem wird der 
pro-thrombotische Tissue factor ins Blut freigesetzt, was zu einer zusätzlichen Verengung 
des Gefäßvolumens führt. 
 
Die Zellmigration ist ein komplexer mechano-chemischer Prozess, der eine regulierte 
Veränderung der Zellgestalt in Form von Polarisation, Adhäsion und Retraktion beinhaltet. 
Diese wird u.a. durch Modulation des Aktinzytoskeletts durch RhoGTPasen erreicht. Rac1 
und Cdc42 gelten hier als Schlüsselregulatoren, da sie für die Ausbildung von zwei 
unterschiedlichen Membranausstülpungen, Filopodien und Lamellipodien, verantwortlich 
sind. Filopodien stellen 0,2-10 µm lange fadenförmige Zellausläufer dar und werden durch 
Cdc42 reguliert. Ihnen wird im Allgemeinen wird eine Funktion als Chemosensoren 
zugeschrieben. Sie bestehen aus unipolaren parallelen Aktinbündeln, die über die ganze 
Länge mit den Aktin-bindenden Proteinen Fascin und mit Ena/VASP an der Spitze 
quervernetzt werden (Svitkina et al., 2003 ). Neuere Daten sprechen für einen zweiten Typ 
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von Filopodien, die sich in ihrer Länge und Dicke von den bisher beschriebenen 
unterscheiden und durch Rif (Rho in filopodia) reguliert werden (Ellis und Mellor, 2000)  
Lamellipodien sind flache aktin-reiche Membranausläufer am Vorderende von mi-
grierenden Zellen, ruffles findet man vor allem an der apikalen Seite. Diese Strukturen 
werden durch Rac reguliert (Ridley et al., 1992). 
Eine Fortbewegung setzt eine Ablösung alter Adhäsionsstellen und eine Retraktion des 
hinteren Zellteiles voraus. Diese wird durch RhoA und ihren Effektor ROCK über eine 
Ca2+-abhängige Myosinkontraktilität kontrolliert (Alblas et al., 2001; Worthylake und 
Burridge, 2001). 
 
1.2. Das Zytoskelett  
Eukaryontische Zellen besitzen ein Zytoskelett, das der Aufrechterhaltung und Um-
gestaltung der Zellform dient, sowie für Migration, Polarisation und Organellen-
organisation unerlässlich ist. Das Zytoskelett ist definiert als die Gesamtheit der im 
Zytoplasma verbleibenden, fädigen Zellstrukturen nach Extraktion mit einem nicht-
ionischen Reagenz (Osborn und Weber, 1977). Das Zytoskelett ist keine starre, statische 
Struktur, sondern ein hochdynamisches und in ständigem Umbau begriffenes System. Es 
setzt sich aus drei unterschiedlichen Elementen zusammen: Aktin-Mikrofilamente, 
Mikrotubuli und Intermediärfilamente. Das Aktin-Zytoskelett übernimmt kontraktile und 
protrusive Funktionen in der Zelle, während Mikrotubuli ein polarisiertes Netzwerk 
ausbilden, das die Zellform bestimmt und als Transportweg für Proteine und Organellen 
benutzt wird. Intermediärfilamenten wird hauptsächlich eine stützende Funktion 
zugesprochen.  
 
1.2.1 Das Aktinzytoskelett 
1.2.1.1. Dynamik der Aktinpolymerisation 
Aktin stellt das häufigste Protein in Eukaryontenzellen dar (5% bzw. 20 % in 
Muskelzellen, Kabsch und Vandekerckhove, 1992) und ist eines der am besten unter-
suchten Proteine. Es spielt eine zentrale Rolle bei einer Vielzahl zellulärer Prozesse wie 
Polarisation, Migration, Phagozytose, dem intrazellulären Transport durch das Zytoplasma 
bis hin zur Muskelkontraktion. Aktin ist ein globuläres Protein mit einer molekularen 
Masse von 43 kDa und wird in seiner monomeren Form als G-Aktin (für globulär) 
bezeichnet. 
 
G-Aktin bindet ein Molekül ATP und ein Ca2+-Ion und kann unter ATP-Hydrolyse zu 
langen Filamenten, dem F-Aktin (filamentöses Aktin) polymerisieren. F-Aktin besteht aus 
zwei Strängen von Aktinpolymeren, die zu einer linksgängigen Helix mit einem 
Durchmesser von ca. 8 nm verdrillt sind (Kabsch und Vandekerckhove, 1992). Da alle 
Monomere die gleiche Orientierung aufweisen, ergibt sich für das Filament eine Polarität: 
Monomere binden schneller an das sog. stumpfe Ende (barbed end) als an das spitze Ende 
(pointed end) (Pollard, 1986; Kuhn und Pollard, 2005). Das an die Monomere gebundene 
ATP wird während der Addition an das wachsende Filament hydrolysiert, jedoch mit einer 
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zeitlichen Verzögerung, so dass eine Kappe (sog. ATP-cap) entsteht (Carlier et al., 1984; 
Korn, 1985; Carlier und Pantaloni, 1988; Carlier, 1989). Das inorganische Phosphat 
dissoziiert anschließend, während das ADP-Produkt fest gebunden bleibt (Rickard und 
Sheterline, 1986). Die ATP-Hydrolyse scheint die Stabilität und Dynamik der Filamente zu 
regulieren, da terminales ADP-Aktin bei Bedarf schnell zu Monomeren depolymerisiert 
werden kann (Carlier, 1989). An den freigesetzten Monomeren wird das Nukleotid 
ausgetauscht, so dass wieder ATP-Aktin für einen neuen Polymerisationszyklus 



















Abb.1-1. Modell der Aktin Nukleation (Dendritisches Nukleationsmodell) und Depoly-
merisierung in vivo 
Profilin bindet freie Monomere und hält sie somit bereit für die Assemblierung (1). Durch 
aktivierte Proteine der WASP-Familie (2) wird der Arp2/3 Komplex aktiviert, der daraufhin mit 
konstanter Geschwindigkeit neue stumpfe Enden bereitstellt (3). Diese Filamente wachsen schnell 
(4) und führen zur Protrusion der Plasmamembran (5). Nach kurzer Zeit wird das Wachstum der 
stumpfen Enden durch “Capping“ beendet (6). Dieses System ist also von einer kontinuierlichen 
Aktivierung des Arp2/3 Komplexes abhängig. Nachfolgende Hydrolyse von ATP am Aktin-
Filament (7) führt zum Abbau älterer Filamente durch ADF/Cofilin (8). Nukleotid-Austausch durch 




1.2.1.2. Die Regulation der Aktinpolymerisation durch Aktin-bindende Proteine 
1998 wurde erstmals das Dendritische Nukleationsmodell (Dendritic nucleation model) 
beschrieben, das die Entstehung von verzweigten Aktinnetzwerken am vorderen Ende 
migrierender Zellen erklärt (Mullins et al., 1998).  
Die initialen Schritte der Aktinpolymerisation, Dimerisierung und Trimerisierung von 
Aktinmonomeren sind energetisch ungünstig und laufen sehr langsam ab. Die Anlagerung 
1. Einleitung 
 5 
weiterer Monomere hingegen ist ein energetisch günstiger Prozess, der zu einer schnellen 
Elongation des Filaments führt. Die spontane Nukleation wird erst durch Aktinukleatoren 
wie dem Arp2/3-(Actin-related protein) Komplex ermöglicht. Der Arp2/3-Komplex ist der 
stärkste bekannte Aktinnukleator, liegt in der Zelle aber in inaktivem Zustand vor und 
muss daher erst aktiviert werden (Welch und Mitchison, 1998). Er bindet an ein bereits 
vorhandenes Aktinfilament. Die Untereinheiten Arp2 und 3 haben eine ähnliche 
Tertiärstruktur wie Aktin. Bei Anlagerung eines G-Aktin-Monomers entsteht ein stabiles 
Trimer und somit ein Nukleus für die Polymerisation. Das stumpfe Ende wächst durch die 
Anlagerung neuer Monomere, bis durch die Bindung von capping-Proteinen wie CapZ, 
Gelsolin und Tensin das Wachstum beendet wird.  
 
Die Aktivierung des Arp2/3-Komplexes erfolgt durch Komplexbildung mit Aktivator-
proteinen. Die bekanntesten sind hier die WASP/Scar-Proteine (Wiskott-Aldrich-
Syndrome-Protein/Suppressor of cAMP-Rezeptor), die Arp2/3 durch ihre C-terminale 
VCA (Verprolin-Central-Acidic)-Domäne binden (Miki und Takenawa, 2003). Die 
Proteinfamilie kann in zwei Unterfamilien unterteilt werden: N-WASP und die hämato-
poietische Form WASP einerseits, WAVE/Scar-Proteine andererseits. N-WASP und 
WASP liegen in einer inaktiven Form vor, der eine intramolekulare Bindung des N-
Terminus an die katalytische VCA-Domäne zugrunde liegt. Diese Autoinhibition wird 
durch die Bindung von PIP2 und der Rho-GTPase Cdc42 aufgehoben (Kim et al., 2000; 
Rohatgi et al., 2000). Zudem liegt N-WASP in einem Komplex mit WIP/CR16 (WASP-
interacting protein) vor, die zur Inhibition beitragen könnten. Neuere Daten konnten 
zeigen, dass unter physiologischen Bedingungen zusätzlich noch ein weiteres Protein 
namens Toca-1 (transducer of Cdc42-dependent actin assembly) nötig ist. Dieses Protein 
ist mit CIP4 verwandt und bindet sowohl an Cdc42 und N-WASP. Es könnte zusammen 
mit Cdc42 N-WASP kooperativ aktivieren, oder eventuell eine Inhibition durch WIP 
(WASP-interacting protein) aufheben (Ho et al., 2004). WAVE/Scar-Proteine liegen in 
einem Komplex mit Nap1, dem Rac-1-bindenden Protein Sra-1/PIR121 und dem Abl-
interagierenden Protein Abi1 vor (Innocenti et al., 2004). Die Lokalisation dieses 
Komplexes wird von Rac-1 reguliert. Durch aktiviertes Rac1 wird der Komplex während 
der Entstehung von Lamellipodien an Membranprotrusionen rekrutiert (Steffen et al., 
2004). 
 
Die Depolymerisation hingegen wird durch die ADF/Cofilin (Aktin-Depolymerisierungs-
Faktor)-Familie-Proteine katalysiert. Neuere Daten sprechen für eine Beteiligung weiterer 
Proteine wie AIP-1 (Aktin-interagierendes Protein-1), die an ADF/Cofilin binden und 
deren depolymerisierende Aktivität erhöhen (Ono et al., 2004; Paavilainen et al., 2004). 
Gelsolin hat nicht nur eine capping-Funktion, sondern ist auch in der Lage, Teile der 
Filamente abzuspalten (Burtnick et al., 2004). Abgelöste Monomere sind oft an Cofilin 
gebunden, durch Srv2/CAP wird eventuell Cofilin durch Profilin als Bindungspartner der 
Monomere ersetzt (Balcer et al., 2003; Mattila et al., 2004). Profilin beschleunigt den 
Austausch des Nukleotides, wodurch neues ATP-Aktin für einen weiteren Polymeri-
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sationszyklus bereitsteht (Mockrin und Korn, 1980). Die Bindung freier Aktinmonomere 
an das Mononer-bindende Protein Profilin verhindert nicht nur die spontane Nukleation, 
sondern auch die Addition an spitzen Enden, so dass sich Monomere nur an stumpfen 
Enden anlagern können. 
 
1.2.2 Podosomen 
Zellen können an das Substrat über verschieden Arten von Adhäsionstrukturen adhärieren: 
Fokale Komplexe, fokale Adhäsionen, fibrilläre Adhäsionen, Podosomen und Invado-
podien (Zamir und Geiger, 2001). Fokale Adhäsionen sind als Zell-Substrat-Kontakte 
definiert, die die Enden von Stressfasern aus Aktin verankern und eine starke Anheftung an 
das Substrat ermöglichen (Buccione et al., 2004). Sie entstehen aus fokalen Komplexen, 
die sich am Zellrand bald nach Substratanheftung ausbilden. Fibrilläre Adhäsionen binden 
Integrine an Fibronectin-Fibrillen. Sie bestehen aus länglichen Fibrillen im Zentrum der 
Zellen und sind reich an Tensin (Zamir et al., 1999; Zaidel-Bar R et al., 2003). 
 
In einigen Zelltypen erfolgt die Anheftung an das Substrat über Podosomen. Diese sind 
aktin-reiche Adhäsionsstrukturen in hämatopoietischen Zellen wie Makrophagen (Lehto et 
al., 1982; Linder et al., 1999), dendritischen Zellen (Burns et al., 2001), Osteoklasten 
(Marchisio et al., 1984), wurden aber auch in anderen Zelltypen wie Endothelzellen 
(Moreau et al., 2003; Zaidel-Bar R et al., 2003; Osiak et al., 2005) und glatten 
Muskelzellen (Fultz et al., 2000; Hai et al., 2002; Gimona et al., 2003), sowie in Src-
transformierten Fibroblasten gefunden (Tarone et al., 1985; Marchisio et al., 1987; 
Mizutani et al., 2002). Sie unterscheiden sich von den anderen Adhäsionsstrukturen in 
einigen wichtigen Eigenschaften: erstens findet man in Podosomen Aktin-regulierende 
Proteine, wie Gelsolin, Arp2/3, N-WASP, Fimbrin (Marchisio et al., 1984; Marchisio et 
al., 1988). Zweitens weisen sie eine viel höhere Dynamik auf als z.B. fokale Adhäsionen 
und sind nicht auf de novo-Proteinsynthese angewiesen. Die Bildung von fokalen Ad-
häsionen dauert ca. 3h, während hingegen Podosomen bereits 1h nach Substratkontakt 
ausgebildet werden. Drittens kommt Podosomen im Gegensatz zu fokalen Adhäsionen im 
Matrixabbau eine Rolle zu.  
Podosomenartige Strukturen in Src-transfizierten Zellen werden als Invadopodien be-
zeichnet. Diese Strukturen sind den Podosomen sehr ähnlich, wenngleich sie eine 
geringere Dynamik aufweisen und intensiv Matrixabbau betreiben, wobei sie die Matrix 
tief invadieren (Buccione et al., 2004).  
Osteoklasten sind auf die Resorption von mineralisiertem Knochen spezialisiert. Sie 
weisen zwei Arten von Aktinzytoskelettstrukturen auf: die sog. „sealing zone“, welche ein 
breites Aktinband darstellt mit einem inneren und äußeren Saum aus Vinkulin und sich in 
der Nähe des Kerns ausbildet. Innerhalb der „sealing zone“ findet der enzymatische Abbau 














Abb. 1-2. Podosomen in primären humanen Makrophagen.  
Konfokalmikroskopische Aufnahme eines ruhenden Makrophagen, oberes Drittel: F-Aktin (rot), 
mittleres Drittel: Talin (grün), unteres Drittel: in gelb ist die Überlagerung beider Signale zu 
erkennen. Jedes Podosom ist von einer Ringstruktur umgeben, die Talin enthält. Weißer Balken: 
10 µm. Aus Linder und Aepfelbacher, 2003 
 
steht (Destaing et al., 2003). An der Zellperipherie findet man einen Ring aus Podosomen, 
von dem man zunächst annahm, dass er ein Vorläufer der „sealing zone“ ist, die sich aus 
diesem Podosomenring durch Fusion bildet. Die „sealing zone“ entsteht jedoch nicht aus 
dem Podosomenring, sondern bildet sich vollständig neu aus, wobei Apatitkristalle das 
auslösende Signal darstellen. Der Aktinring der „sealing zone“ löst sich während der 
Ausbreitung und Migration der Osteoklasten auf und bildet sich in der stationären Phase 
während der Resorption wieder aus. Podosomen bilden sich nur in ausgebreiteten 
Osteoklasten, die auf nicht-apatithaltigem Substrat wie Glas oder Plastik adhärieren (Saltel 
et al., 2004). 
 
1.2.2.1. Struktur und Aufbau von Podosomen 
Podosomen sind füßchenartige Protrusionen der Plasmamembran, die extrazellulär mit 
Integrin- und Komplementrezeptoren und intrazellulär mit Aktin und Aktin-regulierenden 
Proteinen assoziiert sind (Tarone et al., 1985; Zambonin-Zallone et al., 1989). Sie befinden 
sich im ventralen Teil der Zelle in der Substratanheftungsebene und weisen eine 
zweigeteilte Architektur auf: ein F-Aktinbündel-haltiger Kern mit einem Durchmesser von 
ca. 0,3 µm und einer Höhe von 0,5 µm (Gavazzi et al., 1989; Destaing et al., 2003), der 
von einer Ringstruktur aus Plaqueproteinen wie Vinkulin oder Talin umgeben ist. Diese 
Bündelung kommt wahrscheinlich durch verschiedene aktinbindende und quervernetzende 
Proteine mit Fimbrin zustande (Marchisio et al., 1984; Babb et al., 1997; Volkmann et al., 
2001). Die polare Orientierung der Aktinbündel ist bislang unbekannt, jedoch liegt die 
Vermutung nahe, dass das stumpfe Ende in Richtung der Plasmamembran zeigt, da 
Podosomen in ventraler Richtung auf weichen Substraten protrudieren können (Yamaguchi 
et al., 2005). Zudem findet man im Kern die Aktinregulatoren WASP/N-WASP (Linder et 
al., 1999; Mizutani et al., 2002) und Arp2/3-Komplex (Linder et al., 2000a; Burns et al., 
2001) was für eine dynamische Aktinpolymerisation spricht. 
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Abb. 1-3. Podosomenmodell 
schematische Darstellung eines Podosoms, Querschnitt senkrecht zum Substrat. Oben links: 
Ausschnitt aus der podosomalen Ringstruktur (vereinfachte Darstellung). Integrine binden an die 
extrazelluläre Matrix, während Paxillin als Gerüst für einen intrazellulären Komplex aus Src, 
Pyk2/FAK, Gelsolin und Phosphoinositolkinase (PI3K) und p130cas dient. Dieser Komplex ist 
über Vinkulin, Talin und a-Aktinin an F-Aktin des Kerns verbunden. Oben rechts: Ausschnitt aus 
dem Podosomenkern. Die Aktivierung von WASP/N-WASP durch Cdc42 führt zu einem 
aktivierten Arp2/3-Komplex, an dem Aktinfilamente an der Membran polymerisieren. Die 
Aktinfilamente sind über Cortactin und Fimbrin miteinander verbunden Unten: Die 
Plasmamembran (schwarze Linie) enthält säulenförmige Membraneinstülpungen, die 
wahrscheinlich durch Dynamin (roter Kreis) vermittelt werden und an denen vermutlich 




Der F-Aktin-reiche Kern der Podosomen ist von einer Wolke aus monomerem G-Aktin 
umgeben (Akisaka et al., 2001; Destaing et al., 2003). Vom Kern gehen sternförmig F-
Aktinfilamente aus, die einzelne Podosomen miteinander verbinden (Trotter, 1981; Evans 
et al., 2003). Im Ring findet man hauptsächlich Proteine, die auch in fokalen Adhäsionen 
und anderen Zell-Matrix-Kontakten vorhanden sind wie z. B.Talin (Marchisio et al., 1987; 
Zambonin-Zallone et al., 1989; Duong und Rodan, 2000), Vinculin (Tarone et al., 1985; 
Zambonin-Zallone et al., 1989), Paxillin (Duong und Rodan, 2000; Pfaff und Jurdic, 2001) 
sowie PI3K (Lakkakorpi, 1997; Chellaiah et al., 2001) und Src (Gavazzi et al., 1989). Ring 
und Kern scheinen durch Proteine wie a-Aktinin miteinander verbunden zu sein, die 
Verankerung am Substrat erfolgt durch Integrine, wobei im Ring hauptsächlich Integrine 




1.2.2.2. Funktion von Podosomen 
Die Funktion der Podosomen ist noch nicht vollständig geklärt, wenngleich eine Rolle in 
der Adhäsion und Migration sehr wahrscheinlich ist, da Podosomen nicht nur reich an 
Integrinen sind (Linder und Aepfelbacher, 2003), sondern auch in engem Kontakt zum 
Substrat stehen, wie durch TIRF-Mikroskopie gezeigt wurde (Linder und Kopp, 2005). 
Zudem werden sie ausschließlich auf der ventralen Seite der Zellen gebildet und sind in 
migrierenden Makrophagen auf das Vorderende beschränkt. Humane Makrophagen ohne 
funktionelle Version des Podosomenregulator WASP (Badolato et al., 1998; Zicha et al., 
1998; Linder et al., 1999) und Maus-Osteoklasten ohne funktionelles Gelsolin (Marchisio 
et al., 1987; Chellaiah et al., 2000; Chellaiah et al., 2001) wiesen Polarisierungs- bzw. 
Chemotaxis- und Motilitätsdefekte auf. Dies, sowie die Beobachtung, dass nur unreife, d.h. 
migratorische, aber nicht reife ruhende dendritische Zellen Podosomen enthalten (Burns et 
al., 2001), spricht für eine Beteiligung an der Migration.  
Da Podosomen typischerweise in Zellen zu finden sind, die Gewebeschranken überwinden 
müssen, wird ihnen auch eine Funktion in der Zellinvasion zugeschrieben. Dafür spricht 
vor allem das Vorhandensein von Matrix-Metalloproteinasen wie MT-1-MMP und MMP-9 
in den Podosomen (Sato et al., 1997; Delaissé et al., 2000) und die Tatsache, dass 
Podosomen den Abbau extrazellulärer Matrix vermitteln können. Unter Verwendung 
fluoreszenzmarkierter Matrixproteine konnte gezeigt werden, dass Podosomen mit den 
Bereichen des Abbaus kolokalisieren und im Substrat Löcher hinterlassen, die in Form und 
Größe den Podosomen entsprechen (Mizutani et al., 2002; Burgstaller und Gimona, 2005; 
Osiak et al., 2005). Expression des dominant-negativen Podosomenregulators N-WASP 
führt in src-transfizierten Fibroblasten nicht nur dazu, dass keine Invadopodien mehr 
gebildet werden, sondern auch, dass in diesen Zellen auch kein Matrixabbau mehr 
stattfindet.  
 
1.2.2.3. Die Regulation von Podosomen 
Podosomen sind hochdynamische Strukturen mit einer Halbwertszeit von 2-12 min (Chen, 
1989; Destaing et al., 2003). Sie sind zueinander in gleichmäßigen Abständen in Gruppen 
lokalisiert. Einzelne Podosomen bewegen sich relativ zum Substrat kaum, jedoch vollzieht 
sich die Bewegung einer Gruppe durch Auflösung der Podosomen am hinteren Rand der 
Gruppe und Neubildung an der Front. Innerhalb eines Podosoms findet ein permanenter 
Aktinumsatz statt, der 2-3 mal schneller ist als die Halbwertszeit eines Podosoms, was auf 
eine hohe interne Dynamik hinweist (Destaing et al., 2003).  
 
Der Kern scheint für die Podosomenstabilität eine zentrale Rolle zu spielen, da De-
polymerisierung von F-Aktin durch Agentien wie Latrunculin oder Cytochalasine die 
Podosomen vollständig zerstört werden (Lehto et al., 1982; Linder et al., 2000a; Destaing 
et al., 2003). Wie bereits beschrieben, findet man alle nötigen Proteine für Aktin-
polymerisation wie Cdc42, Arp2/3-Komplex und WASP im Podosomenkern. Entfernung 
einer dieser Faktoren, wie WASP in WAS-Patienten oder Arp2/3-Komplex durch Injektion 
eines Arp2/3-bindenden Peptides führt zur Auflösung der Podosomen (Linder et al., 
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2000a; Jones et al., 2002). Ein neues Modell für Podosomenbildung postuliert eine 
Aktinpolymerisierung an der Basis der Podosomen und Depolymerisierung im gesamten 
Kern (Destaing et al., 2003), auch durch die Aktivität eines Aktinfilament-schneidenden 
Proteins wie Gelsolin. Gelsolin-defiziente Mäuse entwickeln keine Podosomen, was auf 






















Abb. 1-4. Vereinfachtes Modell für die Podosomenregulation 
Das Schlüsselsignal für die Bildung von Podosomen ist die Anheftung der Zelle an das Substrat 
(1). Diese führt zur Gruppierung und Aktivierung von Integrinen und Signalweiterleitung durch 
Rezeptor Tyrosin-Kinasen (RTK, 2) zu PKC (Protein Kinase C, 3) und weiter zu Src Kinasen (4). 
Diese führt zur Aktivierung von PI3K (Phosphatidylinositol-3-Kinase, 5), die zur Bildung von 
Phosphatidylinositolen PtdIns(3,4)P2 und PtdIns(3,4,5)P3 (6) führt. Diese wird zudem von den 
RhoGTPasen Rho und Rac (7) beeinflusst. Außerdem wird die Fokale Adhäsions-Kinase (FAK, 8) 
bzw. deren hämotopoietisches Homolog Pyk2 aktiviert, die wiederum das Aktin-schneidende 
Protein Gelsolin (9) aktivieren und somit den Aktinumsatz (10) beeinflusst. Cdc42 (11) ist nötig für 
die Nukleation der Aktinfilamentbildung, indem es die Autoinhibition von WASP/N-WASP (12) 
aufhebt. WASP/N-WASP kann so den Arp2/3-Komplex (13) aktivieren. Es ist bislang unbekannt, 
wie Kern- und Ringstrukturbildung koordinert werden. Zentrale Komponenten der Ringstruktur 
(16) wie Vinkulin und Talin (15) werden auch durch Phosphoinositide (6) reguliert. Paxillin (17) 
kann durch Integrin-Signaling (2) aktiviert werden. (Linder und Kopp, 2005) 
 
In diesem Zusammenhang ist auch die Beteiligung der kleinen GTPasen der Rho-Familie 
zu sehen. Sowohl RhoA, Rac1 als auch Cdc42 sind in verschiedenen Zelltypen für den 
Podosomenumsatz nötig. Mikroinjektion konstitutiv aktiver und inaktiver Mutanten von 
Cdc42 führt zu einer verminderten Podosomenbildung in humanen Makrophagen (Linder 
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et al., 1999) und dendritischen Zellen (Burns et al., 2001). Transfektion von konstitutiv 
aktivem Cdc42 hat in HeLa, Rattenleukämiezellen und Aorta-Endothelzellen die Bildung 
von Podosomen zur Folge (Dutartre, 1996; Castellano et al., 2001a; Castellano et al., 
2001b; Moreau et al., 2003b). Konstitutiv aktives Rac1 zerstört in Huhn-Osteoklasten 
Podosomen (Ory et al., 2002), in menschlichen Dendritischen Zellen jedoch nicht (Burns 
et al., 2001), während Transfektion von dominant-negativem Rac1 in beiden Zelltypen zur 
Auflösung der Podosomen führt. (West et al., 2000; Burns et al., 2001; Ory et al., 2002). 
Eine Hemmung von RhoA in menschlichen und murinen dendritischen Zellen (West et al., 
2000; Burns et al., 2001) und in Maus-Osteoklasten-ähnlichen Zellen (Zhang et al., 1995) 
hat eine Zerstörung der Podosomen zur Folge, während konstitutiv aktives RhoA eine 
vermehrte Podosomenbildung in Osteoklasten verursacht (Symons und Settleman, 2000), 
aber in Osteoklasten-ähnlichen Zellen zur Auflösung der Podosomen führt (Ory et al., 
2002). Zudem konnte aktives RhoA in Invadopodien nachgewiesen werden (Berdeaux et 
al., 2004). Diese Daten sprechen dafür, dass Podosomen durch ein fein abgestimmtes 
Zusammenspiel der Aktivität und des GDP-GTP-Zyklus mehrerer Rho-GTPasen reguliert 
werden. Widersprüchliche Ergebnisse in verschiedenen Zelltypen könnten einerseits auf 
unterschiedliche Überexpressionslevel oder auch auf generelle Unterschiede in den 
Zelltypen zurückzuführen sein (Linder und Aepfelbacher, 2003).  
Podosomen wurden erstmals in Fibroblasten entdeckt, die mit der onkogenen Protein-
tyrosinkinase v-src transfiziert wurden (Tarone et al., 1985; Marchisio et al., 1987), was 
auf eine zentrale Rolle dieses Moleküls hinweist. Die Phosphotyrosinkinasen c-Src und 
Csk konnten in Podosomen nachgewiesen werden, zudem enthalten Podosomen einen 
hohen Anteil an phosphorylierten Tyrosinresten (Tarone et al., 1985; Gavazzi et al., 1989; 
Howell und Cooper, 1994; Burns et al., 2001; Gimona et al., 2003). Umgekehrt führt die 
Hemmung von Tyrosinkinasen in Makrophagen und Osteoklasten zu einer Zerstörung der 
Podosomen (Tanaka et al., 1995; Linder et al., 2000a), während eine Inhibition von 
Tyrosinphosphatasen eine verstärkte Podosomenbildung nach sich zieht (Marchisio et al., 
1988; Cory et al., 2002). Auch spielen die Substrate von Src eine zentrale Rolle in der 
Podosomenbildung. (Lakkakorpi et al., 1999). Eine verstärkte Tyrosinphosphorylierung 
der Src-Substrate Pyk2 (Prolin-reiche Tyrosin Kinase 2) und p130Cas und eines Teils von 
Paxilin konnte nach Aktivierung des Integrins aVb3 in Osteoklasten-ähnlichen Zellen 
beobachtet werden (Chellaiah und Hruska, 1996; Chellaiah et al., 1998). Alle diese 
Proteine sind im Podosomenring zu finden (Gavazzi et al., 1989; Lakkakorpi et al., 1999; 
Duong und Rodan, 2000; Chellaiah et al., 2001; Pfaff und Jurdic, 2001) und interagieren 
teilweise auch miteinander (Chellaiah et al., 2001; Pfaff und Jurdic, 2001) und außerdem 
mit Gelsolin (Chellaiah und Hruska, 1996; Chellaiah et al., 1998). Daher liegt die 
Vermutung nahe, dass sich nach Integrinaktivierung ein Komplex aus c-Src, PI3K, 
p130Cas, Gelsolin, Pyk2 und Paxillin ausbildet. Eine Verbindung des Aktinzytoskeletts an 
den Integrinkomplex könnte wahrscheinlich über Paxillin gebildet werden, (Schaller, 
2001) da dieses Protein sowohl an Integrin, Bestandteile des c-Src-Komplexes und 
Vinkulin binden kann (Turner, 2000). Vinkulin hingegen kann wiederum an die 
aktinbindenden Proteine Talin und a-Aktinin? binden (Zamir und Geiger, 2001). Im 
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Podosomenkern scheint WASP ein zentrales Molekül für die Weiterleitung von 
Phosphotyrosinsignalen zu sein, da an seine Polyprolindomäne mehrere Src-
Tyrosinkinasen binden können (Banin et al., 1996). Für den Podosomenturnover sind 
zudem auch Tyrosinphosphatasen wie Shp-2 oder PTP-PEST nötig (Chellaiah et al., 2001).  
Ein weiterer Regulationsmechanismus stellt die Interaktion mit Mikrotubuli dar: in 
Osteoklasten wird der Podosomenring durch Mikrotubuli stabilisiert (Babb et al, 1997). 
Die Bildung von Podosomen (Linder et al, 2000a) sowie die Teilungs- und Fusionsrate von 
Podosomen sind abhängig von Mikrotubuli (Evans et al, 2003).  
 
1.2.3. Mikrotubuli 
1.2.3.1 Struktur und Funktion des Mikrotubuli-Zytoskeletts 
Mikrotubuli sind langgestreckte Polymere, die innerhalb der Zelle ein Filamentsystem 
bilden, welches für die Anordnung der Zellorganellen und als Transportwege für die 
Beförderung von Fracht wie Vesikel, mRNA und Chromosomen durch molekulare 
Motoren nötig ist.  
Mikrotubuli sind aus Tubulin aufgebaut, einem stabilen Dimer aus a und b–Unter-
einheiten. Die einzelnen Tubulinmoleküle liegen in Ketten, den sog. Protofilamenten vor, 
von denen jeweils 13 eine Röhre mit einem Durchmesser von ca. 18 bis 25 nm ausbilden. 
Mikrotubuli besitzen eine Polarität: das schnell wachsende Plusende wächst ca. dreimal 
schneller als das Minusende (Hyams und Lloyd, 1993). In den meisten Zelltypen zeigt das 
Plusende in Richtung der Zellperipherie, während das Minusende durch das Mikrotubuli-
organisierende Zentrum MTOC am Zentrosom (Microtubule-organizing-center) im 
Zellzentrum stabilisiert wird (Bergen und Borisy, 1980.) 
 
Mikrotubuli sind jedoch keineswegs statische permanente Strukturen, sondern einem 
ständigem Wechsel aus Wachstum und Schrumpfung unterworfen, der als Dynamische 
Instabilität bezeichnet wird (Mitchison und Kirschner, 1984). Diese Prozesse sind von 
zentraler Bedeutung für die räumliche Verteilung der Mikrotubuli und ihre Funktion als 
Transportwege, da sie dadurch ständig in andere Zellbereich vordringen können (Holy und 
Leibler, 1994). Beide Untereinheiten können Guaninosin-Nukleotide binden. Guanosin-
triphosphat (GTP) bindet jedoch nur an die b-Untereinheiten und wird während der 
Tubulinpolymerisierung zu Guanosindiphosphat (GDP) hydrolysiert. Dem jeweils 
gebundenen Guanosinnukleotid kommt eine entscheidende Rolle in der Regulation der 
Stabilität der Mikrotubuli zu. Nur mit gebundenem GTP ist eine Assemblierung möglich. 
In vitro wachsen einzelne Mikrotubuli in Gegenwart von Tubulin und GTP einige 
Mikrometer und schrumpfen plötzlich. Dieser spontane Übergang wird „Katastrophe“ 
genannt und wird in vivo von weiteren Proteinen reguliert.  
Tubulindimere mit GTP weisen eine hohe Affinität für Mikrotubuli-Enden auf und 
dissoziieren nur langsam, während hingegen Tubulindimere mit gebundenem GDP eine 
niedrige Affinität zeigen und sich schnell ablösen (Mitchison und Kirschner, 1984). Durch 
eine zeitliche Verzögerung zwischen Polymerisierung und GTP-Hydrolyse könnte eine 
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Kappe aus GTP-Tubulin entstehen, die das Ende der Mikrotubuli stabilisiert, jedoch fehlen 
für eine solche GTP-Kappe noch eindeutige Hinweise.  
Cryo-Elektronenmikroskopische Aufnahmen wachsender und schrumpfender Mikrotubuli 
lieferten Daten zu strukturellen Veränderungen innerhalb der Mikrotubuli (Chretien et al., 
1996). Bei Depolymerisierung biegen sich diese Protofilamente nach außen. Es konnten in 
Gegenwart von Mikrotubuli-assoziierten Proteinen oder bestimmten divalenten Kationen 
















Abb. 1-5 Die dynamische Instabilität der Mikrotubuli 
Schematische Abbildung der strukturellen Änderungen an Mikrotubuli-Enden während der 
dynamischen Instabilität. (a) Die Plusenden wachsender Mikrotubuli werden durch ein offenes 
Blatt aus Protofilamenten stabilisiert, zudem enthalten die Tubulindimere GTP an den b-
Untereinheiten. (b) Schrumpfende Mikrotubuli haben keine GTP-Kappe mehr, woraufhin sich die 
Protofilamente nach außen abblättern. (c) Als dritter Zustand wird eine geschlossene Röhre 
postuliert, die einen Übergangszustand zwischen wachsenden und schrumpfenden Mikrotubuli 
darstellt. (Carvalho et al., 2003) 
 
Neuere Daten konnten einen Zusammenhang zwischen einer destabilisierenden GTP-
Hydrolyse und dem Biegen der Protofilamente herstellen (Wang und Nogales, 2005). Das 
GDP-Protofilament ist sowohl an den Inter- und als auch den Intradimer-Kontakten 
gebogen, was zu einer nach außen gebogenen Konformation führen würde, wenn diesem 
innerhalb des Polymers nicht der Kontakt mit benachbarten Protofilamenten gegenüber 
stünde. Die Energie der GTP-Hydrolyse ist somit im Protofilament gespeichert und macht 
die Depolymerisierung auch unter hohen Konzentrationen von GTP-Tubulin zu einer 
energetisch günstigen Reaktion 
 
1.2.3.2. Mikrotubuli-assoziierte Proteine (microtubule-associated proteins, MAPs) 
Spezielle akzessorische Proteine beeinflussen die Stabilität und Dynamik der Mikrotubuli, 
indem sie Tubulindimere binden, Polymere stabilisieren oder destabilisieren oder an 
Mikrotubuli-Enden binden. Die meisten stabilisierenden MAPs binden entlang der ge-
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samten Länge, wie z.B. die Proteine der tau-Familie (= tubulin-associated protein). Sie 
sind stäbchenförmige Moleküle, die schnurrhaarartig von Mikrotubuli abstehen und das 
Wachstum von Mikrotubuli um den Faktor 3 erhöhen. Sie werden über Phosphorylierung 
durch MARKs (MAP affinity-regulating kinases) und durch das Protein Mapmodulin 
reguliert. Letzteres konkurriert mit den MAPs um die Bindungsstellen, wodurch der Weg 
für molekulare Motoren wie Dyneine oder Kinesine (siehe 1.3) freigemacht werden könnte 
(Ulitzur et al., 1997). 
Zu den destabilisierenden MAPs zählt Op18/Stathmin, welches Tubulindimere bindet und 
die dynamische Instabilität erhöht (Melhem et al., 1991; Belmont und Mitchison, 1996). 
Weitere destabilisierende MAPs sind Katanin und Spastin aus der Familie der AAA-
ATPasen (ATPases Associated with various cellular Activities, (Neuwald et al., 1999)), 
welche aktiv unter ATP-Verbrauch Mikrotubuli schneiden und somit zusätzliche Enden 
schaffen, die depolymerisieren können (McNally und Vale, 1993; Karabay et al., 2004). 
Neuere Studien zu diesen beiden Enzymen zeigten einen weiteren Mechanismus namens 
cut-and-run für die Dynamik der Mikrotubuliorganisation: Katanin und Spastin schneiden 
die Mikrotubuli in kurze Stücke, die durch Dynein oder einen Tretmühlenmechanismus 
durch die Zelle transportiert werden und dort elongieren (Baas et al., 2005). 
Eine weitere Gruppe MT-assoziierter Proteine bilden die sog. +TIPS (Plus-end tracking 
proteins), die die Fähigkeit haben, an wachsende Mikrotubuli-Enden zu binden. Welche 
Funktion sie in der Zelle ausüben, wird jedoch noch kontrovers diskutiert. Denkbar wären 
eine Beeinflussung der Mikrotubuli-Dynamik, eine Rolle im Proteintransport oder search-
capture (Vaughan, 2004). Das +TIP APC (Adenomatous polyposis coli) (Groden et al., 
1991) zum Beispiel spielt eine zentrale Rolle in der Regulation von b-Catenin (Polakis, 
1997). APC scheint entlang der Mikrotubuli von Kinesinen zu den Plusenden transportiert 
zu werden (Mimori-Kiyosue et al., 2000; Jimbo et al., 2002) Allerdings interagiert APC 
auch mit Mikrotubuli zusammen mit EB1 (End-binding) (Askham et al., 2000), einem 
weiteren +TIP, das ursprünglich als APC-interagierendes Protein identifiziert wurde (Su et 
al., 1995). Von EB1 ist bekannt, dass es das Mikrotubuli-Wachstum in Hefe und Xenopus 
fördert, durch RNAi-knock-down von EB1 konnte eine Beteiligung an der Ausbildung der 
Mitosespindel gezeigt werden (Tirnauer et al., 1999; Ligon et al., 2003). Für das +TIP 
CLIP-170 (Cytoplasmic linker protein) hingegen konnte eine Rolle in der Regulation der 
Mikrotubuli-Dynamik nachgewiesen werden, da dominant negatives CLIP-170 zu einer 
Destabilisierung der Mikrotubuli führt (Komarova et al., 2002). 
Ungeklärt ist bisher die Frage, warum +TIPS spezifisch nur an Plusenden akkumulieren. 
Strukturelle Besonderheiten der Plusenden wie z. B. die GTP-Kappe oder andere Eigen-
schaften der Protofilamente wurden vorgeschlagen, jedoch sind +TIPS bei Überexpression 
in der Lage, überall entlang der Mikrotubuli zu binden und diese zu bündeln (Perez et al., 
1999). Eventuell spielt eine Regulation über Phosphorylierung durch eine bislang 
unbekannte Kinase bei der spezifischen Bindung der Plusenden eine Rolle (Morrison et al., 





1.2.4. Interaktionen zwischen Aktin und Mikrotubuli 
Bei Untersuchungen des Zytoskeletts wurde in den letzten Jahren immer wieder deutlich, 
dass bei Manipulation eines Aktinnetzwerkes oft auch das Mikrotubuli-Zytoskelett verän-
dert wurde. Zudem werden immer mehr Proteine entdeckt, die beide miteinander in Struk-
tur und Funktion verbinden (Fuchs und Yang, 1999). In niederen und höheren Eukaryoten 
gibt es einige Vorgänge, die sowohl von Aktinfilamenten als auch von Mikrotubuli abhän-
gig sind. Hierzu zählen die Positionierung des Kerns, Ausrichtung der Mitosespindel und 
der Übergang des Vesikeltransportes zwischen Aktin und Mikrotubuli-Transportwegen. 
Es können zwei Arten von Interaktionen unterschieden werden: regulatorische und struktu-
relle Wechselwirkungen. Strukturelle Interaktionen sind diejenigen Wechselwirkungen, bei 
denen Aktin und Mikrotubuli miteinander verbunden sind. Hierbei können wiederum zwei 
Arten unterschieden werden: erstens statische Interaktionen, bei denen beiden Polymere 
durch einzelne oder Komplexe aus Mikrotubuli- und Aktinbindenden Proteinen verbunden 
sind und zweitens dynamische Interaktionen, bei denen eine Bewegung zwischen den bei-
den Zytoskelettsystemen möglich ist. Letztere könnte durch Mikrotubuli- oder Aktinba-
sierte Motoren bewerkstelligt werden (Rodriguez et al., 2003). 
Bei den regulatorischen beeinflussen sich beide Systeme indirekt über die jeweiligen Ef-
fekte auf Signalwege. Am besten untersucht ist hier die Rho-Familie der kleinen GTPasen, 
die sowohl Mikrotubuli als auch Aktin kontrollieren. RhoA-Aktivierung führt nicht nur zur 
Bildung von Stressfasern (Etienne-Manneville und Hall, 2002), sondern auch zur 
Stabilisierung von Mikrotubuli (Cook et al, 1998). Dies geschieht über die RhoA-Effekto-
ren Rho-Kinase, die die Kontraktilität durch Phosphorylierung der regulatorischen Leich-
ten Myosinkette (Ridley, 2001) erhöht und dem Formin mDia, welches nicht nur zur 
Bündelung von Aktinfasern (Pruyne, 2002; Sagot et al., 2002), sondern auch zur Stabilisie-
rung von Mikrotubuli beiträgt (Palazzo et al., 2002). Eine mögliche Erklärung bietet das 
sog. „Tensegrity Model“, in dem durch das Aktomyosinsystem eine Zugbelastung gene-
riert wird, die gegen steife Mikrotubuli-„Seile“ wirkt (Ingber, 2003a; Ingber, 2003b). Auch 
Rac1 reguliert bei der Lamellipodienentstehung sowohl Aktin als auch Mikrotubuli: über 
Scar/WAVE-Proteine wird die Aktinpolymerisation über den Arp2/3-Komplex gesteuert, 
Rac1-Effektoren wie Pak-Kinasen beeinflussen die Mikrotubuli-Stabilität eventuell durch 
Regulation des Mikrotubuli-destabilisierenden Proteins Op18/Stathmin (Daub et al., 2001; 
Wittmann et al., 2003). Die Aktivität der Rho-GTPasen wird andersherum auch durch Ak-
tin und Mikrotubuli reguliert: Depolymerisierung der beiden Zytoskelettsysteme führen zu 
einer Aktivierung von RhoA, im Falle der Mikrotubuli eventuell durch die Freisetzung des 
an die Mikrotubuli gebundenen Rho-Guanin-Nukleotid-Austauschfaktor (guanine 






















Abb. 1-6:Regulatorische und strukturelle Interaktionen zwischen Mikrotubuli und Aktin. 
(a) RhoGTPasen und Zytoskelett-Filamente können sich gegenseitig regulieren. Mikrotubuli-
Disassemblierung stimuliert RhoA-Aktivität (links). Rho stabilisiert Mikrotubuli durch das Formin mDia 
und führt zu Aktomyosin-Kontraktion durch Stimulation der Rho-Kinase, die die leichte Kette von Myosin 
phosphoryliert. Mikrotubuli-Wachstum stimuliert Rac1-Aktivität (rechts), was zu Aktinpolymerisierung und 
Lamellipodienprotrusion führt. Aktivierung des Pak1-Op18-Signalweges in einer positiven Rückkoppelung 
hat weiteres Mikrotubuli-Wachstum zur Folge. (b) Aktin (rot) und Mikrotubuli (grün) können statische oder 
dynamische Interaktionen ausbilden. 1 zeigt ein Protein, das sowohl Aktin- als auch Mikrotubuli-
Bindestellen aufweist und als statische Quervernetzung fungieren könnte. 2 zeigt einen Komplex zwischen 
einem Aktin-basierten Motor (blau) und einem Mikrotubuli-basierten Motor (hellrosa), während 3 einen 
Komplex zwischen einem Motor (gelb) und einem Bindeprotein (rosa) zeigt. Die beiden letztgenannten 
Typen von Interaktionen könnten Aktin und Mikrotubuli relativ gegen einander bewegen. (Rodriguez et al., 
2003) 
 
1.3. Molekulare  Motoren: Dyneine, Kinesine, Myosine  
Molekulare Motoren sind Enzyme, die chemische Energie in Form von ATP in 
mechanische Arbeit umsetzen. Hierzu zählen rotatorische Motoren wie die F1/V1/A1-
ATPasen oder der bakterielle Flagellenmotor als auch lineare Motoren, die sich entlang 
von Zytoskelett-Polymeren bewegen. Es gibt drei Arten von linearen Motoren: Myosin 
bewegt sich entlang von Aktin-Filamenten, während Dynein und Kinesin sich entlang von 
Mikrotubuli bewegen, wobei Dyneine ihre Fracht in Richtung der Minusenden und die 
meisten Kinesine in Richtung der Plusenden der Mikrotubuli transportieren (Vale und 
Milligan, 2000). In allen drei Klassen führt die Hydrolyse von ATP zu einer 
Konformationsänderung der globulären Kopfdomäne, die mit Hilfe von zusätzlichen 
Domänen verstärkt und in Bewegung umgesetzt wird (Schliwa und Woehlke, 2003). 
Kinesine und Myosine zeigen zwar kaum Sequenzidentität, auf struktureller Ebene jedoch 
sind beide Motorklassen überraschend ähnlich (Kull et al., 1996). Dies wird besonders an 
der Nukleotidbindestelle deutlich, die aus drei loops besteht, die P-loop, switch I und 
switch II genannt werden. P-loop bindet das Nukleotid, während switch I und II das g-
Phosphat flankieren und je nach gebundenem Nukleotid eine Konformationsänderung 












Abb 1-7 Repräsentative Darstellung der Zytoskelettmotoren Kinesin und Dynein 
Überblick über die molekularen Motoren Kinesin-1/KIF5 (links), zytoplasmatisches Dynein 
(Mitte) und Myosin V (rechts). KIF5 ist aus einer schweren Kette mit einer globulären 
Kopfdomäne (rot) mit Mikrotubuli-Bindungsstelle und ATPase-Aktivität und einem coiled-coil-
Stiel (schwarze Linien) aufgebaut. Über die leichten Ketten (grün) erfolgt die Bindung der Fracht 
(orange). Dynein (rechts) besteht aus einem Motorkopf, der aus einem Ring aus 6 AAA-Domänen 
(Kreise 1-6) besteht, C ist keine AAA-Domäne. ATP (dunkelroter Kreis) bindet an AAA1 und 
möglicherweise auch an AAA2-4. Der Schaft (grau) verbindet die mittelleichten Ketten (LIC, grün) 
und die Domänen AAA1-4. Die Mikrotubuli-Bindung erfolgt über Stiele (violett) zwischen den 
Domänen AAA4 und 5, die Bindung der Fracht (hellgrau) über verschiedene mittelschwere (IC, 
blau) und leichte Ketten (gelb, orange, rosa). Bei Myosin V erfolgen die Mikrotubuli-Bindung 
sowie die ATP-Hydrolyse am globulären Kopf (rot), die Konformationsänderung wird über einen 
Hebel (blau) vestärkt. Die leichten Ketten (grün) sind über einen coiled-coil-Stiel gebunden. Die 
Bindung der Fracht (orange) erfolgt über die leichten Ketten. Aus (Mallik und Gross, 2004). 
 
1.3.1. Dyneine  
Dyneine sind sehr große Moleküle aus der AAA-Familie der ATPasen mit einer molekula-
ren Masse von 1000-2000 kDa. Es werden zwei Gruppen unterschieden: zytoplasmatisches 
und axonemales Dynein. Zytoplasmatisches Dynein transportiert Organellen in Richtung 
der Minusenden der Mikrotubuli (Vallee und Sheetz, 1996), wurde aber auch in Mitosevor-
gängen nachgewiesen (Pfarr et al., 1990; Steuer et al., 1990; Echeverri et al., 1996; Busson 
et al., 1998; Gönczy et al., 1999) und ist für die Lokalisation des Golgi-Apparates verant-
wortlich (Harada et al., 1998) 
Axonemales Dynein ist für die ATP-getriebene Bewegung von Flagellen und Zilien ver-
antwortlich (Gibbons und Rowe, 1965). Zytoplasmatisches und axonemales Dynein sind 
strukturell und biochemisch sehr ähnlich, sie unterscheiden sich jedoch hauptsächlich in 
ihrer Zusammensetzung aus vier Arten von Untereinheiten: (schwere, mittelschwere, mit-
telleichte und leichte Ketten (Paschal und Vallee, 1987; Lye et al., 1997): Ein bis drei 
schwere Ketten (heavy chains, HC) mit ca 550 kD bilden die funktionelle Motoreinheit mit 
 






























ATPase-Aktivität (Mikami et al., 1993; Zhang et al., 1993; Vallee und Sheetz, 1996) und 
enthalten die Mikrotubuli-Bindestelle (Gee et al., 1997; Steffen et al., 1997) Den drei bis 
vier mittelschweren Ketten (ca 74 kD, intermediate chains IC) kommt bei zytoplasmati-
schen Dyneinen eine Funktion in der Interaktion mit einem zweiten Komplex namens 
Dynactin zu. Dieser verbindet Dynein mit verschiedenen Organellen und könnte als 
„Dyneinrezeptor“ fungieren (Vaughan und Vallee, 1995; Echeverri et al., 1996; Steffen et 
al., 1997). Dynein-Dynactin-Wechselwirkung wird durch Interaktion der mittelschweren 
Dynein-Kette mit der p150Glued-Untereinheit des Dynactinkomplexes gewährleistet (Karki 
und Holzbaur, 1995; Vaughan und Vallee, 1995; Echeverri et al., 1996). Vier mittelleichte 
Ketten (ca. 55 kD, light intermediate chains, LIC) sind auf zytoplasmatisches Dynein be-
schränkt. Sie enthalten ein ATP-bindendes Motiv mit unbekannter Funktion (Hughes et al., 
1995). Weiterhin umfasst Dynein mehrere kleine leichte Ketten (8-22 kD, light chains, 
LC), die eventuell eine Rolle im subzellulären Targeting spielen könnten (Tai et al., 1999). 
Axonemales Dynein weist im Bereich der mittelschweren und leichten Ketten eine sehr 
hohe Komplexität auf mit Untereinheiten mit molekularen Massen von 60-120 kDa 
(mittelschwere) und 10-20 kDa (leichte Ketten, (Piperno und Luck, 1979; Pfister et al., 
1982; Tang et al., 1982). Der 70 kDa-Untereinheit wird eine Funktion in der Bindung des 
äußeren Dyneins am axonemalen A-Subfaser-Mikrotubulus zugeschrieben (King und 
Witman, 1990). 
 
Die Aufklärung des Bewegungsmechanismus hinkt weit hinter der von Kinesin oder 
Myosin hinterher (Cross, 2004a). Es wird vermutet, dass die Freisetzung von ADP an den 
Ruderschlag gekoppelt ist (Johnson, 1985). Kürzlich konnte mit elektronenmikroskopi-
schen Studien des flagellaren Dynein C gezeigt werden, dass während des Überganges 
zwischen dem ADP/Pi-Dynein-Zustand und der Freisetzung der Hydrolyse-Produkte eine 
Konformationsänderung erfolgt, die zu einer Verdichtung des AAA-Domänenringes führt  
und möglicherweise so den Ruderschlag des Mikrotubuli-bindenden Stieles verursacht 
(Burgess et al., 2003).  
 
1.3.2. Kinesine 
Die meisten Kinesine bilden Homodimere aus und binden über ihre Stiel- und 
Schwanzregion akzessorische leichte Ketten, denen eine Funktion in der Regulation 
und/oder Cargobindung zugeschrieben wurde (Pfister et al., 1989). Die Kinesinfamilie 
(KIF für kinesin-like-family) stellt bislang die erste Proteinfamilie in Säugetieren dar, die 
gänzlich identifiziert und sowohl in silico als auch in vivo bestätigt wurden. Sie umfasst 14 
Familien mit 45 Mitgliedern in Maus, Mensch und Ratte (Miki et al., 2005).  
Kinesine besitzen einen globulären Kopf mit ca. 360 Aminosäuren, der nicht nur die 
katalytische Tasche für die ATP-Hydrolyse enthält, sondern auch die Mikrotubuli-
Bindestelle (Hirokawa et al., 1989; Aizawa et al., 1992; Kikkawa et al., 2001; Nitta et al., 
2004). Dahinter folgt eine stäbchenförmige Stiel- und Schwanzregion, die für 
Dimerisierung und Interaktion mit anderen Untereinheiten sowie die Cargobindung nötig 
sind (Kanai et al., 2004). Zwischen Kopf und Stiel liegt der sogenannte Hals, der oftmals 
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für eine der 14 Kinesinfamilien spezifische Besonderheiten enthält und für die 
Direktionalität und Aktivitätsregulation verantwortlich ist, hier liegt auch die 12 
Aminosäuren lange Halsverbindung (neck-linker), die beim katalytischen Zyklus eine 
Konformationsänderung erfährt (Endow und Waligora, 1998). Die Motordomäne ist 
zwischen allen Familien stark konserviert, wohingegen die Stiel- und Schwanzregionen 
hochdivergent sind (Miki et al., 2001). Diese Variabilität spiegelt die unterschiedlichen 
zellulären Funktionen der Kinesine wider, die von Transport von Organellen, 
Proteinkomplexen, synaptischen Vesikeln und mRNAs bis zur Chromosomensegregation 
während der Mitose und Meiose reichen (Hirokawa, 1998; Vale, 1999; Sharp et al., 2000; 
Friedl et al., 2001). Die meisten Kinesine tragen die Motordomäne am N-Terminus, einige 
jedoch am C-Terminus. Diese Kinesine bewegen sich in Richtung der Mikrotubuli-
Minusenden. Bei einigen Kinesinen sitzt die Motordomäne sogar in der Mitte des 
Moleküls. Diesen Kinesinen wird eine Mikrotubuli-destabilisierende Funktion zu-
geschrieben, für einige wurde allerdings auch eine Beteiligung am Vesikeltransport 
nachgewiesen (Noda et al., 1995; Desai, 1999; Moores et al., 2002; Ogawa et al., 2004). 
Diese Mikrotubuli-destabilisierende Wirkung spielt eine wichtige Rolle in der 
Assemblierung der Mitosespindel und Chromosomen-Segregation. Ursprünglich als M-
Typ-Kinesine bezeichnet wegen ihrer in der Mitte des Moleküls gelegenen Motordomäne, 
werden die Vertreter dieser Kinesine jetzt den Kinesin-Familien 13 und 8 zugerechnet. Sie 
binden Mikrotubuli mit einer sehr hohen Affinität für deren Enden, (Desai, 1999; Hunter et 
al., 2003) jedoch bevorzugt an gebogene Protofilamente und beschleunigen so die 
Depolymerisierung der Mikrotubuli (Moores et al., 2002).  
 
Die meisten Kinesine liegen als Dimere vor und verfügen deshalb über zwei Köpfe, die 
abwechselnd an die Mikrotubuli binden. So kann ein Kinesinmolekül lange Wegstrecken 
zurücklegen, ohne sich vom Mikrotubulus abzulösen. Pro Schritt eines Kopfes wird ein 
Molekül ATP verbraucht und eine ca. 8 nm lange Wegstrecke zurückgelegt, was der 
Entfernung zwischen zwei benachbarten b-Tubulin-Untereinheiten entpricht. Im Modell 
von R. Vale und R. Milligan erfolgt die Konformationsänderung der Halsverbindung nach 
Bindung von ATP, wodurch sie aus einem ungeordneten Zustand in einen geordneten 
(zippered) übergeht und mit dem katalytischen Zentrum interagiert. Dies ist jedoch nur 
möglich, wenn die Motordomäne an den Mikrotubulus gebunden ist. Im Unterschied zu 
Myosin erfolgt demnach der Ruderschlag (power stroke) nicht nach Phosphatfreisetzung, 
sondern wie bei F1-ATPasen nach Bindung des ATP. Durch die Wechselwirkung der 
Halsverbindung mit der Motordomäne wird der zweite Kopf in Richtung der Plusenden der 
Mikrotubuli gezogen, dort bindet er an das nächste b-Tubulin und setzt ADP frei. Der 
hintere Kopf hydrolysiert ATP, hat dadurch nun eine niedrige Affinität für Tubulin und 
löst sich vom Polymer ab. Der vordere Kopf kann jetzt ATP binden, wodurch eine hohe 
Affinität für Mikrotubuli resultiert und die Konformationsänderung der Halsverbindung 












Abb. 1-8. Modell für den mechanischen Mechanismus von konventionellem Kinesin. Die 
Motordomäne ist blau dargestellt, die Halsverbindung rot bzw. orange/gelb, die coiled-coil-
Domänen grau, die Tubulin-Untereinheiten grün (b-Untereinheit) und weiß (a-Untereinheit).  
Bild 1: jede Motordomäne ist an das Mikrotubulus-Protofilament gebunden. ATP bindet an den 
vorderen Kopf. Bild 2: durch die ATP-Bindung wird die Halsverbindung des vorderen Kopfes an 
die Motordomäne angelagert und dadurch der hintere Kopf ca. 16 nm an die übernächste b-
Untereinheit des Mikrotubulus nach vorne geschleudert. Bild 3: der nun vordere Kopf bindet an 
den Mikrotubulus, wodurch ein 8 nm-Schritt der gebundenen Fracht resultiert. Durch die Bindung 
an das Tubulin wird auch die Freisetzung des ADP erleichtert, währenddessen hydrolysiert der 
hintere Kopf ATP. Bild 4: Nach Dissoziation des ADP bindet ein neues Molekül ATP an den 
vorderen Kopf. Vom hinteren Kopf wird Phosphat freigesetzt, die Anlagerung der Halsverbindung 
aufgehoben und durch Bindung der Halsverbindung des vorderen Kopfes nach vorn geschleudert. 
(Vale und Milligan, 2000) 
 
 
Dieser Mechanismus setzt eine Koordination zweier alternierender Köpfe voraus. Wie 
kann jedoch die Prozessivität, d.h. der Transport entlang der Mikrotubuli ohne Ablösung 
bei monomeren Motoren erklärt werden? Beispiele hierfür stellt die KIF1/Unc-104-Familie 
dar, deren Mitglieder KIF1A und KIF1B höchstwahrscheinlich als Monomere vorliegen. 
Der Name Unc104 leitet sich vom C. elegans-Kinesin Unc-104 her, da eine Mutation in 
diesem Gen in einer unkoordinierten und langsamen Bewegung des Wurmes resultiert. 
Unc-104 ist für den axonalen Transport synaptischer Vesikel nötig (Yonekawa et al., 
1998). Allen Mitgliedern dieser Kinesinfamilie ist die U104-Motor-Domäne gemeinsam 
(Ponting, 1995), die mit einer Forkhead-associated -Domäne überlappt. Die dahinter 
liegende Halsregion weist eine Sequenz auf, die nur eine geringe Wahrscheinlichkeit zur 
Ausbildung einer coiled-coil-Struktur aufweist, so dass lange Zeit angenommen wurde, 
dass die Motoren dieser Familie als Monomere vorliegen und über eine positiv geladene 
Sequenz der Motordomäne, dem sogenannten K-loop, am negativ geladenen C-Terminus 
von Tubulin über elektrostatische Wechselwirkungen binden (Kikkawa et al., 2000). So 
wurde eine diffusionsgesteuerte Bewegung der Kinesine mit Tendenz in Richtung der 
Plusenden vorgeschlagen: nach Hydrolyse von ATP löst sich der Motor mit dem 
gebundenen ADP vom Mikrotubulus ab, diffundiert entlang des Mikrotubulus und bindet 
erneut, wobei ADP freigesetzt wird (Okada et al., 2003). Dabei rotiert der K-loop in der 
Motordomäne um 20° in Richtung des Mikrotubuli-Plusendes, so dass durch diesen 
Mechansmus eine Prozessivität erreicht wird (Kikkawa et al., 2001). Für Unc-104 konnte 
jedoch nur eine Rotation von 5° beobachtet werden (Al-Bassam et al., 2003). Zudem 
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wurde eine Anhäufung mehrerer Kinesine an einem transportierten Frachtvesikel 
vorgeschlagen, durch welche die hohe Geschwindigkeit von KIF1A erreicht werden 
könnte. Diese ist mit einem Wert von 1,3 µm/s um den Faktor drei bis vier höher als die 
von konventionellem Kinesin (Tomishige et al., 2002). 
Für KIF1A wurde jedoch gezeigt, dass der Motor in vivo dimerisieren kann, wenngleich 
die Interaktion nur schwach ist. Der Anteil der dimerisierten Motoren erhöht sich bei einer 
Aufkonzentrierung der Motoren an Liposomen (Tomishige et al., 2002). Die 
Dimerisierung scheint reguliert zu sein: Al-Bassam et al schlagen zwei Konformationen 
für Unc-104, dem C.elegans-Homolog von KIF1A vor: bei niedriger Motorkonzentration 
liegt Unc-104 als Monomer vor, dessen Halsregion über intramolekulare Bindungen in sich 
selbst zurückgefaltet ist. Bei höherer Konzentration geht die Halsregion in eine 
intermolekulare coiled-coil-Konformation über, die eine Dimerisierung zur Folge hat (Al-
Bassam et al., 2003). 
 
Dynein und Kinesin konkurrieren um eine überlappende Bindestelle an den Mikrotubuli 
(Mizuno et al., 2004), diese Bindestelle liegt im Zwischenraum innerhalb eines Dimers 
(Krebs et al., 2004) auf der gleichen Seite der b-Tubulin-Untereinheit (Mizuno et al., 
2004). Im zellulären Kontext wird dieses Problem durch das „Kinesin-hat-Vorfahrt“-
Modell erklärt: Kinesin bindet stärker an Tubulin als Dynein, bei einem Zusammentreffen 
weicht Dynein auf das benachbarte Protofilament aus. Kinesine bewegen sich 
hauptsächlich entlang eines oder zweier Protofilamente (Ray et al., 1993; Cross, 2004b), 
während hingegen für Dyneine öfter größere seitliche Bewegungen beobachtet wurden 




Die Myosine bilden eine große Familie von Motorproteinen, die durch die Hydrolyse von 
ATP in Gegenwart von filamentösem Aktin gerichtete Bewegung erzeugen können. Sie 
spielen eine Rolle in der Muskelkontraktion, Phagozytose, intrazellulärem Transport und 
Zytokinese (Mermall et al., 1998). Die ATPase-Aktivität der Myosine wird erst durch die 
Interaktion mit filamentösem Aktin bis zum 100fachen erhöht. 
Myosin ist in Vertebraten meist aus einem Paar schwerer Ketten mit einem 
Molekulargewicht von 300 kDa und zwei Paaren leichter Ketten (15-28 kDa) aufgebaut. 
Die allen Myosinen gemeinsame globuläre Motordomäne am N-Terminus der schweren 
Kette ist hochkonserviert und enthält sowohl die aktinbindende Region als auch die ATP-
Bindungsstelle. Darauf folgt eine a-helikale Halsregion, die auch als regulatorische 
Domäne bezeichnet wird. Sie besteht aus einer bis sechs 24-Aminosäuren-langen 
Isoleucin-Glutamin (IQ)-Motiven mit der Konsensussequenz IQXXXRGXXXR (Cheney 
und Mooseker, 1992), die als Bindestelle für die leichten Ketten fungieren (Heintzelman 
und Schwartzman, 1997). Die größten sequentiellen und funktionellen Unterschiede 
zwischen den Myosinen findet man in der Schaftregion: sie können coiled-coil-Domänen 
enthalten, über die die Moleküle dimerisieren können, woraus Myosine mit zwei Köpfen 
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resultieren (Sellers, 2000). Bei niedrigen Ionenstärken lagern sich die Dimere zudem zu 
dicken Filamenten zusammen. 
Es wurden früher zwei Gruppen unterschieden: konventionelles Myosin/Muskelmyosin 
und unkonventionelles Myosin/Nichtmuskelmyosin. Diese unkonventionellen Myosine 
lokalisieren an Aktin in der Zelle und sind als Motorproteine an Transportprozessen und 
der Dynamik des Zytoskeletts beteiligt (Adams und Pollard, 1986; Kuznetsov et al., 
1992b; Conrad et al., 1993). Sie liegen in den Zellen als Hexamer vor aus jeweils zwei 
schweren Ketten und zwei Paar leichten Ketten (Katsuragawa et al., 1989; Kawamoto und 
Adelstein, 1991). Mittlerweile werden 18 Myosinklassen unterscheiden, wobei 40 
Myosingene aus 12 Klassen im Menschen exprimiert werden (Berg et al., 2001). Die 
Regulation der Myosinaktivität erfolgt über die Phosphorylierung der leichten Kette. Diese 
kann durch 2 unterschiedliche Enzyme erfolgen: MLCK (Myosin Light Chain Kinase) wird 
durch Calcium-/Calmodulin aktiviert, ROCK (Rho-dependent coiled-coil Kinase) ist ein 
Effektor der kleinen GTPase Rho (Smith et al., 2003). 
 
Der katalytische Mechanismus ist offensichtlich für alle Myosin-Isoformen konserviert. 
Myosin kann in zwei Zuständen in Bezug auf ihre Affinität für Aktin vorliegen: mit 
gebundenem ATP und ADP/Pi ist Myosin nur schwach an Aktin gebunden und kann sich 
deshalb vom Filament ablösen. Durch ATP-Hydrolyse kommt es zu einer weiteren 
Konformationsänderung, der Kopf klappt zurück, die Produkte ADP und inorganisches 
Phosphat bleiben weiterhin an Myosin gebunden. Dissoziation des inorganischen Phophats 
führt zum „Ruderschlag“ (power stroke) des Myosinkopfes, durch den die Bewegung des 
Moleküls zustande kommt, denn hierbei ist das Myosin fest an Aktin gebunden. Erst durch 
Dissoziation des ADP und erneute Bindung eines neuen Moleküls ATP kann der Zyklus 
von neuem beginnen (De La Cruz und Ostap, 2004) Die Halsregion dient als Hebel zur 
Verlängerung der Motordomäne und verstärkt die Konformationsänderung, die durch die 



















In der Regulation von Podosomen kommt Mikrotubuli eine beträchtliche Rolle zu: in 
Osteoklasten wird der charakteristische periphere Podosomenring im Gegensatz zu fokalen 
Adhäsionen durch Mikrotubuli stabilisiert (Babb et al., 1997; Destaing et al., 2003). 
Experimente mit lebenden Mausmakrophagen konnten außerdem eine Regulation der 
Podosomen durch Mikrotubuli aufzeigen: Podosomen können entweder de novo am 
Vorderende der Zellen oder durch Abspaltung aus sogenannten Podosomen-Vorläufer-
Komplexen entstehen. Der letztere Vorgang ist reversibel, d.h. einzelne Tochterpodosomen 
können auch wieder fusionieren. Für die de novo-Assemblierung der Podosomen ist keine 
intaktes Mikrotubuli-Zytoskelett nötig, während hingegen die Teilungs- und Fusionsraten 
der Podosomen-Vorläufer-Komplexe von Mikrotubuli abhängig sind (Evans et al., 2003) 
 
Mikrotubuli und Podosomen weisen nicht nur eine große räumliche Nähe auf, sondern es 
scheint auch ein funktioneller Zusammenhang zu bestehen: ohne funktionelles 
Mikrotubuli-Zytoskelett werden keine Podosomen mehr gebildet, fehlende Podosomen 
haben allerdings keinen Effekt auf die Mikrotubuli-Dynamik. Der genaue Mechanismus 
dieser Beziehung zwischen Mikrotubuli und Podosomen war jedoch nicht bekannt. (Linder 
et al., 2000a). Es ergaben sich folgende Fragen, die im Rahmen dieser Arbeit geklärt 
werden sollten:  
1. Werden Podosomen von Mikrotubuli in lebenden Zellen kontaktiert? Welche 
Folgen haben diese Kontakte?  
 
2. Existiert ein oder mehrere molekulare Motor/en, der/die in der Regulation der 
Podosomen eine Rolle spielt/spielen? 
 
3. Interagiert dieser Motor mit den Podosomen? 
 
4. Wie verhalten sich die Podosomen nach Kontakt mit diesem Motor? Ändert sich 
das Verhalten der Podosomen bei Fehlen des funktionellen Motors? 
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2.1. Arbeiten mit E.coli 
2.1.1. Kultivierung von E. coli 
Escherichia coli DH5a: F-f80dlacZDM15 D(lacZYA-argF)U169 deoR recA1 endA1 
hsdR17(rK+,mK+) phoA supE44 l- thi-1 gyrA96 relA1 (Fa. GibcoBRL, Paisley, 
Großbritannien) wurden bei 37°C in LB Medium kultiviert, das zuvor für 20 min bei 
121°C im Autoklav (Bioclav, Fa. Schütt Labortechnik GmbH, Göttingen) sterilisiert 
wurde. Mit einem Resistenz-verleihenden Plasmid transformierte Bakterien wurden 
selektiv auf LB-Medium mit 100 µg/ml Ampicillin (Fa. Sigma-Aldrich, Steinheim) oder 
30 µg/ml Kanamycin (Fa. Sigma-Aldrich Steinheim) gezogen. Die Langzeitlagerung 
erfolgte nach Schockgefrieren in flüssigem Stickstoff bei -80°C in LB-Medium mit 20% 
Glycerol.  
LB-Agarplatten mit dem jeweiligen selektiven Antibiotikum wurden mit Hilfe einer 
Impföse mit einer Einzelkolonie beimpft und bei 37°C über Nacht bebrütet. Kleine 
Volumina Flüssigkultur (5-10 ml LB-Medium) wurden mit einer Einzelkolonie beimpft 
und über Nacht bei 37°C schüttelnd inkubiert. Für größere Volumina (100 ml-1000 ml) 
wurde zunächst eine Starterkultur angelegt und nach 8h in einer Verdünnung von 1:500-
1:1000 zu LB- Medium gegeben und 37°C schüttelnd inkubiert.  
Die optische Dichte von Bakterienkulturen wurde in Plastikküvetten gegen unbeimpftes 
Medium bei einer Wellenlänge von 600 nm im Spektrophotometer (Fa. Kontron 
Instruments, Watford, Großbritannien) bestimmt. Eine OD600-Einheit entspricht hierbei 
ungefähr einer Konzentration von 108 Zellen/ml bei OD600 < 1 
 
 
2.1.2. Transformation von Plasmiden 
2.1.2.1. Herstellung elektrokompetenter E.coli DH5a 
1 ml einer Übernachtkultur von E.coli DH5a wurde in 1 l LB-Medium gegeben und bis zu 
einer OD600 von 0,6 schüttelnd inkubiert. Die Bakterien wurden anschließend durch zehn-
minütige Zentrifugation bei 4300 x g (Zentrifuge Centricon H-401, Kontron Instruments, 
Watford, Großbritannien; Rotor A8.24) geerntet. Die sedimentierten Zellen wurden in 1 l 
eiskaltem Wasser resuspendiert und erneut wie beschrieben zentrifugiert. Das 
Bakterienpellet wurde in 0,5 l kaltem Wasser aufgenommen, die Zentrifugation wiederholt, 
das verbleibende Sediment in ca. 20 ml 10% Glycerol resuspendiert und wie oben 
beschrieben zentrifugiert. Die so behandelten Zellen wurden schließlich in 2 ml 10% 
Glycerol aufgenommen, in Aliquots zu 50 µl in 1,5 ml-Reaktionsgefäße verteilt, in 
flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -70°C gelagert. 
 
2.1.2.2. Elektroporation von kompetenten Bakterien 
Plasmide wurden mittels Elektroporation in E. coli-Bakterien transformiert. Vor der Trans-
formation wurden 2 mm-Elektroporationsküvetten (Fa. equibio, Ashford, Großbritannien) 
bei -20°C vorgekühlt. Währenddessen wurden die elektrokompetenten Bakterien langsam 
2. Material und Methoden 
 25
auf Eis aufgetaut. 2-5 µl der zu transformierenden DNA-Lösung wurden mit den 
aufgetauten Bakterien vermischt und die Suspension in die gekühlten Küvetten pipettiert. 
Die Transformation erfolgte bei 200 ? , 25 µF und 2,5 kV im Gene-Pulser II (Fa.Biorad, 
München). Danach wurden die Zellen in 1 ml kaltem LB-Medium mit 1% Glucose 
aufgenommen, für 30 min bei 37°C schüttelnd inkubiert und auf LB-Agarplatten mit dem 
entsprechenden selektivem Antibiotikum ausgestrichen und über Nacht bei 37°C inkubiert. 
 
2.1.2.3. Herstellung hitzekompetenter Bakterien 
100 ml LB-Medium wurden mit einer Übernachtkultur von E. coli DH5a beimpft und bei 
37°C schüttelnd bis zu einer OD600 von 0,4 inkubiert. Die Bakterien wurden durch 15-
minütige Zentrifugation bei 1900 x g bei 4°C geerntet. Das Sediment wurde in 50 ml 
eiskaltem 100 mM MgCl2 resuspendiert, für 30 min auf Eis inkubiert, erneut zentrifugiert 
und in 50 ml eiskaltem 100 mM CaCl2 aufgenommen. Nach einer weiteren 30-minütigen 
Inkubation auf Eis wurden die Bakterien durch Zentrifugation sedimentiert. Die Zellen 
wurden in 2 ml 100 mM CaCl2, gelöst und für 24 h bei 4°C inkubiert, mit 0,5 ml Glycerin 
und 2,5 ml 100 mM CaCl2 supplementiert  und in 100 µl Aliquots bei –70°C gelagert. 
 
2.1.2.4. Hitzeschocktransformation 
Bei Verwendung des Alligator-DNA-Ligations-Kits (Fa. Genaxxon, Stafflangen) wurden 





2.2. Arbeiten mit humanen Zellen 
 
2.2.1. Allgemeines 
Alle Zellkulturarbeiten wurden unter sterilen Bedingungen in einer Sterilbank (Fa. BDK 
Luft- und Reinraumtechnik, Sonnenbühl-Genkingen) mit Einmal-Kunststoffkulturflaschen 
(Fa. Corning, Corning, USA) durchgeführt.  
 
Sofern nicht bereits als sterile Lösungen erworben, wurden alle Medien, Lösungen und 
Supplemente für die Zellkultur mit einem an eine Vakuumpumpe angeschlossenes 0,2-µm 
Filtermembranfiltrationssystem (Stericup; Fa. Millipore, Bedford, USA) oder mit 0,2-µm 
Spritzenfilter sterilisiert. 
 
Für adhäsives Wachstum von HUVEC (human umbilical vein endothelial cells) wurden 
alle Zellkulturflaschen, Petrischalen und Deckgläschen mit 75 µg/ml steriler 
Kollagenlösung G (Fa.Biochrom KG, Berlin) gelöst in PBS (Dulbecco´s PBS ohne Ca2+ 
und Mg2+ , Fa. PAA, Linz, Österreich) für 15 min bei RT beschichtet. 
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2.2.2. Isolierung primärer humaner Makrophagen aus menschlichem Blut 
Primäre humane Monozyten/Makrophagen wurden wöchentlich frisch aus peripherem 
humanem Blut isoliert. Die Blutabnahme wurde mit 50 ml-Spritzen vorgenommen, in die 
zuvor je 1000 µl (= 5000 I.E U) Heparin (Fa. Braun, Melsungen) vorgelegt wurden, um die 
Blutgerinnung zu verhindern. Zur Isolation wurden 15 ml Ficoll-Lösung (Fa.PromoCell, 
Heidelberg) vorsichtig mit 12,5 ml Blut überschichtet und das Blut durch 30minütige 
Zentrifugation bei RT und 460 x g (Zentrifuge Biofuge pico; Heraeus (Fa. Osterode) auf-
getrennt. Die Leukozyten wurden abpipettiert, jeweils 2 Proben vereinigt und auf 50 ml 
mit kaltem RPMI 1640 (Fa.PromoCell, Heidelberg) aufgefüllt. Danach folgte erneut ein 
Zentrifugationsschritt von 10 min bei 460 x g und 4°C. Nach dieser Zentrifugation wurden 
die Zellen in kaltem RPMI 1640 gewaschen, erneut zwei Proben vereinigt, mit kaltem 
RPMI 1640 auf 50 ml aufgefüllt und wie beschrieben zentrifugiert. Der Waschschritt 
wurde wiederholt, allerdings wurde RPMI* (RPMI 1640 mit 100 µg/µl 
Penicillin/Streptavidin) verwendet. 
Die Zellen wurden in je 1 ml kaltem RPMI* aufgenommen, die Zellsuspension in 1,5 ml 
Reaktionsgefäße transferiert und 2 min bei 4°C und 400 x g (Biofuge fresco, Fa. Heraeus 
Sepatech, Osterode) zentrifugiert. Die Sedimente wurden in je 400 µl Monopuffer (PBS 
mit 5 mM EDTA pH 7,4, 0,5% humanes Serumalbumin) resuspendiert, 100 µl mit anti-
CD14-Antikörper-gekoppelte Magnetkugeln (Fa. Miltenyi, Bergisch-Gladbach) 
zugegeben, vorsichtig gemischt, um die Bildung von Luftblasen zu vermeiden und 15 min 
auf Eis inkubiert. 
In der Zwischenzeit wurden die Säulen mit 500 µl kaltem Monopuffer äquilibriert und ein 
50 ml-Röhrchen mit 15-20 ml kaltem RPMI* vorbereitet. Die oben genannnte Suspension 
wurde auf die Säule gegeben, diese mit 500 µl Monopuffer gewaschen, die isolierten 
Monozyten anschließend mit 1 ml Monopuffer zügig in das vorbereitete 50 ml-Röhrchen 
eluiert und 10 min bei 460 x g und 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde dekantiert, die 
Pellets in 0,5-2 ml RPMI* (je nach Zelldichte) aufgenommen und in einer Neuenbauer 
Zählkammer (Fa. Marienfeld, Lauda-Königsfeld) unter Verwendung eines Mikroskops 
(Modell IX50; Fa.Olympus Optical GmbH, Hamburg) gezählt. Anschließend wurden die 
Zellen auf Deckgläschen ausgesät (auf runde Deckgläschen mit einem Durchmesser von 
12 mm mit einer Dichte von 5x104/Deckgläschen; auf eckige Deckgläschen (13,8 x 
13,8 mm) die doppelte Menge. Nach 1,5 bis 2 h wurde 1,5 ml Kulturmedium (RPMI* mit 
20% autologem Serum) hinzugefügt und die Zellen bei 37°C, 5% CO2 und 90% 
Luftfeuchtigkeit im Brutschrank (Fa. WTB Binder, Tuttlingen) kultiviert. Das Medium 
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2.2.3. Isolierung von primären HUVEC (human umbilical vein endothelial cells) aus 
Nabelschnüren 
Humane ECs wurden aus Venen von humanen Nabelschnüren nach Jaffe et al., 1973 
isoliert. Von jedem Ende der frisch entnommenen Nabelschnüre wurde 1 cm abgeschnitten 
und die Nabelschnur vertikal aufgehängt. Am oberen Ende wurde in die Vene eine Kanüle 
eingeführt und mit Arterienklammern abgeschlossen. Blut wurde mit sterilem PBS 
ausgewaschen und das untere Ende mit Arterienklammern verschlossen. Zur Ablösung der 
HUVEC von der inneren Venenwand wurden ca. 5 ml 0,1 % [w/v] a-Chymotrypsin in PBS 
injiziert. Nach 20-minütiger Inkubation bei 37°C und einer kurzen Massage der 
Nabelschnur wurde die Lösung mit den Zellen mit 10 ml PBS in 2 ml FCS zum Abstoppen 
der Chymotrypsinaktivität eluiert. Die Zellen wurden durch 8-minütige Zentrifugation mit 
130 x g bei 25°C sedimentiert, in 24 ml EGM Medium (Fa. PromoCell, Heidelberg) 
resuspendiert, in zwei Kollagen-beschichtete 75-cm2 Kulturflaschen ausgesät und bei 37°C 
und 5% CO2 inkubiert. Nach 3 h wurde das Medium erneuert und Blutreste von den 
adhärenten Zellen mit PBS gewaschen. Das Medium wurde alle 3-4 Tage gewechselt.  
 
2.2.4. Ablösung adhärenter Zellen 
Die Zellen wurden nach Entfernung des Wachstumsmediums einmal mit PBS gewaschen. 
HUVEC wurden mit 4 ml Trypsin/EDTA-Lösung (0,5 g/l Trypsin aus Schwein und 0,2 g/l 
EDTA-Na4  in HBSS, Fa. PAA Laboratories, Linz, Österreich) pro 75 cm2-Kolben 
abgelöst, für primäre humane Makrophagen wurde Accutase II (Fa. PAA Laboratories, 
Linz, Österreich) verwendet. Hierzu wurden pro 10 cm2-Wachstumsfläche 500 µl Accutase 
II eingesetzt und die Zellen für 15-25 min bei 37°C inkubiert. Die Trypsin-bzw Accutase 
II-Aktivität wurde jeweils mit der doppelten Menge an Medium abgestoppt und die Zellen 
mittels Zentrifugation für 5 min bei 450 x g und 24°C (Zentrifuge Biofuge pico; Fa. 
Heraeus, Osterode) sedimentiert und subkultiviert, auf Deckgläschen ausgesät oder für 
Nukleofektion eingesetzt. 
   
 
2.2.5. Mikroinjektion 
Die zu injizierende Lösung wurde mit Mikroinjektionspuffer (150 mM NaCl, 50 mM Tris 
pH 7,4, 5 mM MgCl2) verdünnt, bei Injektion von Proteinen wurde eine 
Maximalkonzentration von 10 µg/µl nicht überschritten, um zu verhindern, dass die 
Lösung zu viskos wurde.  
Es wurde Ratten-IgG (Endkonzentration 200 ng/ml, Fa. dianova, Hamburg) als Markersub-
stanz koinjiziert, die das Auffinden der injizierten Zellen ermöglichte. Die Injektionslösung 
wurde zur Entfernung von Aggregaten, die die Injektionskanüle verstopfen könnten, bei 
4°C, 16000 x g (Biofuge fresco, Fa. Heraeus Sepatech, Osterode) 30 min lang 
zentrifugiert. Der Überstand wurde in ein neues Eppendorfgefäß transferiert. 
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Zur Injektion wurden 3 µl Injektionslösung in ein Femtotip (Fa. Eppendorf, Hamburg) 
gefüllt und ins Gewinde des Mikroinjektionsarms eingeschraubt. Die Injektion selbst 
erfolgte in der Mikroinjektionsanlage Transjector 5246 und Mikromanipulator 5171 (Fa. 
Eppendorf, Hamburg,). Eine Kulturschale mit ca. 2 ml Kulturmedium wurde in den 
Heizring des Mikroskops eingesetzt, das Deckgläschen mit den Zellen im Strahlengang 
positioniert und leicht angedrückt. Zum Injizieren der Zellen wurde die Spitze der 
Injektionskanüle am Bildschirm auf die Zellebene eingestellt, die Zellen mit dem Cursor 
angesteuert und ca. 90-150 Zellen injiziert. Die Deckgläschen wurden entweder sofort mit 
3,7% [v/v] Formaldehyd in PBS fixiert oder für eine Stunde bei 37°C und 5% CO2 
inkubiert. Die Markersubstanz Ratten-IgG wurde mit einem FITC-gekoppeltem anti-
Ratten-Antikörper gefärbt. 
 
2.2.6. Nukleofektion von Zellen  
Die transiente Transfektion erfolgte mittels Nukleofektion in einem Nukleofector-Gerät 
(Modell I, Fa. amaxa, Köln) nach Herstellerangaben. Für HUVEC wurde das HUVEC 
Nukleofektionskit, für Makrophagen die coded solution Nr. 6857 (Fa. amaxa, Köln) einge-
setzt. Für die Transfektion von 1 Mio. Zellen wurden durchschnittlich 2 µg DNA 
verwendet, die optimalen DNA-Mengen mussten jedoch für jedes Konstrukt individuell 
ermittelt werden.  
 











Kinesinbindung 4 mM 
1h Sigma 
TRITC-Dextran fluid phase-Marker 2 mg/ml 30 min – 1h Molecular 
Probes 
PP2  Src-Kinase-Inhibition 25 µM 1 h Calbiochem 
EHNA  Dynein-Inhibition Mikroinjektion 1 mM, 
zusätzlich 200 µM im 
Medium 
1 h Calbiochem 
Taxol Tubulinstabilisierung 20 µM 30 min Calbiochem 
Blebbistatin Myosin II Inhibition 25-50 µM 30 min Calbiochem 
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2.3. Mikroskopische Methoden 
2.3.1. Indirekte Immunfluoreszenz 
2.3.1.1. Fixierung und Lyse von Zellen 
2.3.1.1.1. Formaldehyd/Aceton 
Die auf Deckgläschen ausgesäten Zellen wurden in 3,7 % [v/v] Formaldehyd in PBS für 
10 min bei RT fixiert. Die Permeabilisierung erfolgte anschließend in eiskaltem Aceton bei 
-20°C für 5 min. Danach wurden die Deckgläschen in PBS mit 1 % [w/v] BSA gewaschen, 
um das restliche Aceton zu entfernen. 
2.3.1.1.2. Methanol 
Die auf Deckgläschen ausgesäten Zellen wurden in eiskaltem Methanol bei -20°C für 
60 sec fixiert und gleichzeitig permeabilisiert. Anschließend wurden die Deckgläschen 
sofort in PBS mit 1 % BSA gewaschen, um das restliche Methanol zu entfernen.  
2.3.1.2. Färbung mittels spezifischer Antikörper 
Die indirekte Immunfluoreszenzfärbung erfolgte in einer feuchten Kammer. Auf ein 
feuchtes Tuch wurde Parafilm (Fa.American National Can, Menasha, USA) gelegt, auf den 
30µl der Färbelösung pipettiert wurden. Die Deckgläschen wurden mit der Zellseite nach 
unten, d.h. auf die vorpipettierte Lösung gelegt. 
Die Färbung per se erfolgte in drei durch Waschschritte voneinander getrennten Stufen. 
Zunächst wurden unspezifische Bindungen mittels PBS mit 1% [w/v] BSA, 5% [v/v] NGS 
und 5% [w/v] HS abgesättigt. Nach einem Waschschritt in PBS mit 1% BSA wurden die 
Zellen mit dem ersten Antikörper für 45 min bei RT inkubiert. Wurden mehrere 
Zielproteine durch Färbung detektiert, mußten die primären Antikörper sukzessive auf die 
Zellen gegeben werden. Zur Entfernung der nichtgebundenen primären 
Antikörpermoleküle wurden die Deckgläschen dreimal mit PBS mit 1% BSA gewaschen 
und anschließend für 30 min mit dem (den) gegen den primären Antikorper gerichteten 
sekundären Antikörper(n) bei RT gefärbt. Darauf folgten drei Waschschritte in PBS, bevor 
die Deckgläschen auf einem Objektträger in Mowiol eingebettet wurden. 4 µl Mowiol 
(enthält p-Phenylendiamin als Antibleichmittel) wurde bei 37°C vorgewärmt und auf einen 
Objektträger pipettiert. Die Deckgläschen wurden auch hier mit der Zellseite nach unten 


















aus (Spezies) Hersteller/Kooperationspartner 
 HA Ratte Roche 
 KIF1C Kaninchen Cytoskeleton 
 KIF1C Kaninchen R. Lammers, Tübingen 
 KIF3B Maus Tansduction Laboratories 
SUK4 KIF5 Maus Covance 
m74.2 Dynein Maus W. Steffen, London 




 GST Ziege Pharmacia 
 Tubulin Schaf Cytoskeleton 
 gamma-Tubulin Maus Sigma 
MAB1501 Aktin Maus Chemicon 
 Myosin IIA Kaninchen Biomedical Technologies 
 Myosin IIA Kaninchen Sigma 






gerichtet gegen  
(Spezies) 
Hersteller 
Alexa Fluor® 488 IgG (H+L) Ziege Kaninchen Molecular Probes 
Alexa Fluor® 586 IgG (H+L) Ziege Kaninchen Molecular Probes 
Alexa Fluor® 488 IgG (H+L) Ziege Maus Molecular Probes 
Alexa Fluor® 568 IgG (H+L) Ziege Maus Molecular Probes 
Alexa Fluor® 488 IgG (H+L) Ziege Ratte Molecular Probes 
Alexa Fluor® 586 IgG (H+L) Ziege Ratte Molecular Probes 
Alexa Fluor® 488 IgG (H+L) Ziege Schaf Dianova 
Alexa Fluor® 586 IgG (H+L) Ziege Schaf Dianova 
Meerretich-
Peroxidase 








IgG Schaf Maus Amersham-
Biosciences 
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2.3.1.3. Fluoreszenzmikroskopie 
Die Analyse fluoreszenzmarkierter Präparate erfolgte mit Hilfe eines Fluoreszenzmikro-
skops Modell (Fa. Leica, Wetzlar), welches mit einer digitalen „Spot“-Kamera (Leica) 
verbunden war, oder mittels eines konfokalen laser scanning Mikroskops (Leica DM IRB). 
Die Bildverarbeitung erfolgte mit den Programmen „Imaging“ (Fa. Microsoft, Seattle, 
USA) „imageJ“ (National Institutes of Health, Washington, USA) „Photoshop“ (Fa. 
Adobe, San Jose, USA) und „Corel Draw“ (Fa. Corel, Ottawa, Kanada). 
2.3.1.4. in vivo-Mikroskopie 
In vivo-Aufnahmen wurden mit Hilfe des UltraView Confocal Live Cell Imaging-Systems 
(Fa. Perkin Elmer, Wellesley, USA) durchgeführt. Die Zellen wurden während der 
Beobachtung in einer Inkubationskammer, Modell Incubator Controller (EMBL, 
Heidelberg) bei 37°C und 5%CO2 inkubiert. Als Mikroskop diente das Umkehrmikroskop 
Eclipse TE 300 spinning disc Invers (Fa. Nikon, Düsseldorf) mit einem Nikon PlanApo 
100x/1,4 Objektiv, das mit einer Quecksilber-Kurzbogen-Lampe HBO, (Fa. Osram, 
München) verbunden war. Die Lasereinstellungen der Laser der Ion laser serie 43; 
568/647: Krypton, 488/514: Argon (Fa. Melles-Griot, Carlsbad, USA) waren wie folgt: 
488: 525/50 nm Bandpass; 568: 607/45 nm. Es wurde ein optischer shutter-driver Modell 
Lambda 10-2 (FA. Sutter Instruments, Navato, USA) verwendet. Filme wurden mit einer 
Scan interline digital CCD Kamera Modell Orca ER (Fa. Hamamatsu, Herrsching) in einer 
Auflösung von 1344x1024, als 12-bit aufgenommen. Als Software wurde die UltraView 
Software Version 5.5.0.2. (Fa. Perkin Elmer) eingesetzt. Die zu untersuchenden Zellen 
wurden auf Glass Bottom Dishes (Fa. MatTek, Ashland, USA) mit einer Dichte von 4-8 x 
105 pro Schälchen ausgesät und mit dem gewünschten GFP-, DsRed-, mRFP- oder YFP-
Konstrukt wie unter Punkt 2.2.6. beschrieben transformiert. Die in vivo-Aufnahmen 
wurden je nach Experiment in einem Zeitrahmen von 10 bis 30 min durchgeführt. 
 
 
2.4. Arbeiten mit Nukleinsäuren 
2.4.1. Arbeiten mit DNA 
2.4.1.1. Plasmide   
Es wurden die bakeriellen Expressionvektoren pGEX-2T/pGEX-4T-2: Expressions-
vektoren für GST-Fusionsproteine (Amersham Biosciences Europe, Little Chalfont, 
Großbritannien), die eukaryontischen Expressionsplasmide pEGFP-N1: Expressionsvektor 
für GFP-Fusionsproteine (Clontech, vertrieben über BD Biosciences, Palo Alto, USA) und 
das psiSTRIKE U6 hairpin Cloning System (Human)-hMGFP Expressionsvektor für 
RNAi-Knock-down Versuche (Fa Promega, Madison, USA) verwendet.  
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pRKRS-KIF1CDNT KIF1C DNT:AS 1-571 
fehlen: ohne Motordomäne 
pRKRS HA Mensch R. Lammers 
pRKRS-KIF1C-K103A KIF1CRigor pRKRS - Mensch R. Lammers 
pRKRS-HA-KIF1C KIF1C Wildtyp pRKRS HA Mensch R. Lammers 




Casein Kinase II 
Phosphorylierungsstelle 
mutiert 
pRKRS VSV Mensch R. Lammers 
pRKRS-KIF1C KIF1C Wildtyp pRKRS - Mensch R. Lammers 
pCT101 KIF3B ohne Motordomäne pEGFP-C1 GFP Xenopus S. Deacon 
pGEX-HA-KIF3B [aa593-
747] 
KIF3B ohne Motordomäne pGEX 3 HA + GST Maus Y.Takai 
pMAL-C2-SMAP KAP3 pMAL MBP Maus Y.Takai 
KAP3-GFP KAP3 Wildtyp pEGFP N GFP Mensch T. Akiyama 
KAP3-DArm5-GFP KAP3 ohne Armadillo-
Repeat5 
pEGFP GFP Mensch T. Akiyama 
pCMV-Myc KIF4 (D1-7) KIF4 KIF4 (D1-7) pCMV-Myc myc  Y. Lee 
HisKHC771-963 KIF5B ohne Motor pET28a His Mensch R. Diefenbach 
HisKHC771-876 KIF5B ohne Motor pET28a His Mensch R. Diefenbach 
HisKHC814-963 KIF5B ohne Motor pET28a His Mensch R. Diefenbach 
pcDNA-myc-KHC KHC Wildtyp pcDNA-myc myc Mensch B. Schnapp 
H682 KHC ohne Cargo binding pcDNA-myc myc Mensch B. Schnapp 
pcDNA-HA-KLC KLC1 Vollänge pcDNA3-HA HA Mensch B. Schnapp 
HA-KLC-TPR6 KLC1 ohne heptad repeats pcDNA3-HA HA Mensch B. Schnapp 
HA-KLC-L176 KLC1 ohne TRP6-Domäne pcDNA3-HA HA Mensch B. Schnapp 
pMKN KLC2 354-599 pCMVTag2C FLAG Maus T. Ichimura 
pWK KLC2 Wildtyp pCMVTag2C FLAG Maus T. Ichimura 
pEGFP-CLIP170 Wildtyp pEGFP GFP Mensch N. Galjart 
pmRFP-EB1 Wildtyp pmRFP mRFP Mensch N. Galjart 
pEGFP-EB1 Wildtyp pEGFP-C2 GFP Mensch Y. Mimori-
Kiyosue 
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2.4.1.2 Agarosegelelektrophorese von DNA 
Agarosegelelektrophorese wurde für analytische und präparative Zwecke durchgeführt. 
1 %[w/v] Agarose (SeaKem GTG, Fa. Cambrex, Rockland, USA) wurde in 0,5 x TBE 
Elektrophoresepuffer (45 mM Tris, 45 mM Borsäure, 1 mM EDTA) erhitzt, mit 0,5 µg/ml 
Ethidiumbromid versetzt und in einem Elektrophoresetank (Sub-Cell GT Agarosegel-
elektrophoresesystem; Fa, Bio-Rad, München) gegeben. Nach Erkalten wurde das Gel mit 
0,5 X TBE-Puffer übergossen. Die DNA-Proben wurden mit 1/5 Volumen 5x DNA-
Ladepuffer (0,25% [w/v] Bromphenolblau, 0,25% [w/v] Xylencyanol, 30% [v/v] Glycerol, 
50 mM EDTA) gemischt und in die Taschen des Gel gefüllt. Als Größenmarker und zur 
ungefähren Mengenabschätzung dienten 5 µl Smart-Ladder (Fa. Peqlab Biotechnologies, 
Erlangen). Die Elektrophorese erfolgte bei ca. 120 V. Das Gel wurde zur Dokumentation 
unter UV-Licht (UV Illuminator Model N90M; Fa.UniEquip, Martinsried) mit einer MP-4 




Plasmidisolierungen im kleinen Maßstab wurden mit dem „QIA® Spin Miniprep Kit“ (Fa. 
Qiagen, Hilden),  und im mittleren Maßstab mit dem „Nucleobond AX100 Midipräp Kit“ 
(Fa. Macherey-Nagel, Düren) jeweils nach Anleitung des Herstellers durchgeführt. 
Endotoxin-freie DNA-Präparationen wurden für alle zur Transfektion verwendeten 
Plasmide benutzt. Diese Präparation führt zu einer Entfernung der aus der Bakterien-
membran stammenden Endotoxine aus der präparierten DNA und erfolgte mit dem 
„Endofree® Plasmid Maxi Kit“ der Firma Qiagen nach Anleitung des Herstellers. 
 
2.4.1.4. Gelelution 
DNA-Fragmente wurden aus Agarosegelen mit Hilfe des „QIAquickTM Gel-Extraction Kit“ 
der Firma Qiagen nach Anleitung des Herstellers isoliert. 
 
2.4.1.5. DNA-Restriktionshydrolyse 
Eine analytische Restriktionshydrolyse mit 0,5-1 U der Typ II Restriktionsendonukleasen 
wurde zur Kontrolle von Vektoren oder zur Kontrolle der Klonierung eines DNA-
Fragments in einen bestimmten Vektor eingesetzt. Die verwendete DNA-Menge betrug ca. 
100-200 ng bei einem Gesamtvolumen des Ansatzes von 20 µl. Das notwendige Ionen- 
und pH-Milieu für das (die) verwendete(n) Enzym(e) wurde durch einen für das (die) 
Enzym(e) optimierten Restriktionspuffer gewährleistet. Um das Endvolumen von 20 µl zu 
erreichen, wurde der entsprechende Ansatz mit H2Odd aufgefüllt. 
Für eine präparative Restriktionshydrolyse für Klonierungen wurden 1-10 µg DNA-
Mengen mit 1-20 U Restriktionsenzym eingesetzt. Dementsprechend erhöhte sich das 
Gesamtvolumen im Vergleich zum analytischen Verdau auf 40-100 µl. 















Sequenz (5´?  3`) 
1C-Xho MCS von EGFP-N1  CCCGGGCGACTCGAGACCATGTA
CC 
1C-Bam MCS von EGFP-N1  AGGATGTGGATCCCACACAGCTG
C 
Eco-for 1847-1869 in KIF1C U91329 CTGGTGCTGAATTCAGGGAATAG 
Eco-rev 1847-1869 in KIF1C U91329 CTATTCCCTGAATTCAGCACCAG 
QCS1092A-f 3374-3405 in KIF1C U91329 GAGACGGCAGCGTGCTGCCCCTG
ACCTCAAGG 
QCS1092A-r 3374-3405 in KIF1C U91329 CCTTGAGGTCAGGGGCAGCACGC
TGCCGTCT 
QCK103A-f 404-440 in KIF1C U91329 CAGACCGGGGCTGGGGCATCCTA
TACC TGATGGGG 
QCK103A-r 404-440 KIF1C U91329 CCCCATCATGGTATAGGATGCCC
CAGCCCCGGTCTG 
QCEco-f 1843-1875 in KIF1C U91329 GCCGCTGGTGCTGAAGTCAGGGA
ATAGGATTG 
QCEco-r 1843-1875 in KIF1C U91329 CAATCCTATTCCCTGACTTCAGC
ACCAGCGGC 





Sequenz (5´?  3`) 
EGFP-N1-f vor MCS in EGFP-N1  GCAGAGCTGGTTTAGTGAACGG 
EGFP-N1-r2 





KIF1C-S1 184-201 in KIF1C U91329 ATGCTGACCACACACTTGG 
KIF1C-S2 3287-3306 in KIF1C U91329 AACTTCTTATCCCCAGCCAC 
KIF1CXEm 765-783 in KIF1C U91329 ATGCCGTCTTTACCATCG 
1CBE2 1698-1717 in KIF1C U91329 ATATGGACATCAAGCTGAC 
1CBE3 2369-2377 in KIF1C U91329 AAGGAGATCTGCTACGAG 





Sequenz (5´?  3`) 
3-ß-Aktin 1161-1142 in ß-Aktin X00351 ATTTGCGGTGGACGATGGAG 
5-ß-Aktin 716- 735 in ß-Aktin X00351 AGAGATGGCCACGGCTGCTT 






















Ein Standard-PCR-Lauf erfolgte im Thermocycler Mastercycler gradient (Fa.Eppendorf, 
Hamburg) je nach Oligonukleotid-Paar und Länge der zu amplifizierenden DNA konnten 
die Annealing-Temperaturen von 50°C bis 65°C und die Extensions-Zeit von 30 sec bis 
1,5 min variieren.Die Reaktion wurde mit dem Deep Vent PCR-Kit (Fa.New England 
Biolabs, Beverly, USA) durchgeführt. 
 
Reaktionsansatz 
10x Puffer   5 µl 
Nukleotid-Mix  1 µl 
Forward-Primer  0,5 µl 
Reverser Primer  0,5 µl 
DNA    100 ng 
Taq-Polymerase  1 µl 
H2Odd    ad 50 µl 
 
2.4.1.5.3. Bakterien-PCR (Kolonie-PCR) 
Diese Methode erlaubt es, positive Klone direkt mittels PCR zu identifizieren, ohne die 
Plasmid-DNA isolieren zu müssen. 
Dazu wurden pro Platte von ca. 10 Kolonien mit einer sterilen Pipettenspitze entnommen 
und in 15 µl H2Odd resuspendiert. 5 µl dieser Suspension wurden in 5 ml LB-Medium mit 
selektivem Antibiotikum bei 37°C schüttelnd inkubiert, der Rest zum Aufschluß der 
Bakterien für 5 min bei 95°C gekocht. Dadurch wurde die Plasmid-DNA freigesetzt und 
konnte direkt für die PCR eingesetzt werden. 
Allgemeiner Ansatz für die Bakterien-PCR 
10 x Puffer    5 µl 
Nukleotid-Mix   1 µl 
Forward-Primer   0,5 µl 
Reverser Primer   0,5 µl 
DNA     5 µl 
Taq-Polymerase   0,5 µl 
H2Odd    ad 50 µl 
 
Die für die Bakterien-PCR eingesetzten Oligonukleotide mussten je nach Konstrukt 
individuell gewählt werden. Dabei unterschieden sich die Annealing-Temperaturen je nach 
Primer-Paar von 55°C bis 63°C. Die Bakterien-PCR wurde mit dem Taq PCR Core Kit 
(Fa. Qiagen, Hilden) durchgeführt. 
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2.4.1.5.4. Mutagenese mittels QuikChangeTM Mutagenesis Kit  
Punktmutationen in eukaryotische Expressionvektoren wurden mit Hilfe des 
QuikChangeTM Mutagenesis Kits (Fa. Stratagene, La Jolla, USA) nach Herstellerangaben 
eingeführt.  
 
2.4.1.5.5.Aufreinigung von PCR-Produkten 
PCR-Produkte wurden mit dem QIAquickTM PCR-Purification Kit (Fa. Qiagen, Hilden)  
nach Anleitung des Herstellers aufgereinigt. 
 
2.4.1.6. Ligation 
Die Ligationsansätze wurden mit Hilfe des AlligatorTM-Kits (Fa. Genaxxon GmbH, 
Stafflangen) nach Angaben des Herstellers behandelt, in hitzekompetente E.coli-Bakterien 
transformiert, in 300 µl LB-Medium mit 1% Glucose 30 min bei 37°C schüttelnd inkubiert 
und auf LB-Agarplatten mit dem selektivem Antibiotikum ausplattiert und über Nacht bei 
37°C bebrütet. 
 
2.4.2. Arbeiten mit RNA 
2.4.2.1. Allgemeines 
Für alle Arbeiten mit RNA wurden Reaktionsgefäße und Pipettenspitzen verwendet, die 
durch fünfstündige Hitzebehandlung bei 140 °C von RNAse-Kontaminationen befreit 
worden waren. Sämtliche Arbeitsflächen und Geräte mit wurden mit RNAse-Away 
(Fa.Molecular BioProducts, San Diego, USA) behandelt 
 
2.4.2.2. Isolierung von Gesamt-RNA und mRNA 
Gesamt-RNA wurde mittels TRIzol (Invitrogen, Santa Clara, USA) nach Angaben des 
Herstellers isoliert. Für die Isolierung von mRNA wurde das QuickPrepTM Micro mRNA 
Purification Kit (Fa. Amersham Biosciences, Little Chalfont, Großbritannien) eingesetzt.  
 
2.4.2.3. Reverse Transkriptase-Reaktion 
Zur Entfernung von DNA wurde zunächst eine halbstündige DNAse-Behandlung (Fa. 
Novagen, Madison, USA) bei 37°C nach Angaben des Herstellers durchgeführt. Für die 
cDNA-Synthese wurden zunächst 1 µg Random Primer (Fa. Promega, Madison, USA) pro 
2 µg RNA an die isolierte mRNA oder Gesamt-RNA (siehe 2.1.2.1) für 5 min bei 70°C 
angelagert  und anschließend mit M-MLV Reverser Transkriptase (Fa. Promega, Madison, 











mRNA   2 µg 
Random Primer  1 µg 
Nukleotid-Mix  5 µl 
Reverse Transkriptase 1 µl/200U 
M-MLV-Puffer (5x)     5 µl 
Gesamtvolumen  25 µl 
 
Der erste Strang der cDNA wurde zunächst einer Kontroll-PCR mit ß-Aktin-Primern 
unterzogen, um zu überprüfen, ob noch genomische DNA im Ansatz enthalten war. In 
diesem Falle würde durch das spezifische Primerpaar eine Bande bei 652 bp generiert, da 
hier noch ein enthaltenes Intron transkribiert wird. Ohne Verunreinigung durch 




cDNA     500ng 
Primer 1 3´-ß-Aktin   2 µl 
Primer 2 5´-ß-Aktin   2 µl 
10x Puffer    5 µl 
Nukleotid-Mix   3µl 
Deep Vent DNA-Polymerase 1 µl 
Gesamtvolumen   50 µl 
Der Reaktionsansatz wurde mit DNA-Probenpuffer versetzt und in einem 1%igem 
Agarosegel aufgetrennt.  
 
2.4.2.4. Real-Time PCR 
Die siRNAs wurden freundlicherweise durch das EURIT-Projekt des Max-Planck-
Institutes für Infektionsbiologie (Berlin) durch quantitative Real-Time PCR validiert. Dazu 
wurden 10x104  HeLa-Zellen in 96-well-Platten mit 0,1nis 0,25 µg der entsprechenden 
siRNAs transfiziert, Gesamt-RNA mit Hilfe des Rneasy 96 BioRobot 8000 System (Fa. 
Qiagen, Hilden) isoliert. Die relative Menge der ZielmRNA wurde durch quantitative 
Real-Time mit Quantitect SYBR Green RT-PCR-Kit (Fa. Qiagen, Hilden) nach 
Herstellerangaben bestimmt.  
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2.4.2.5. RNA-Interferenz (RNAi) 
siRNAs wurden freundlicherweise von Peter Marschall (RPDZ, Berlin) zur Verfügung ge-
stellt. 650 ng wurden mit Hilfe des Nucleofectors in primäre humane Makrophagen 
transient transfiziert. Wegen der geringen Transfektionseffizienz mussten 1,2 µg GFP-N1-
Leervektor als Transfektionskontrolle kotransfiziert werden. Bei diesen Mengen ergibt sich 
ein Verhältnis RNA:DNA von ca 60:1, woraus sich eine hohe Wahrscheinlichkeit der Ko-
Transfektion ableitet und die mit siRNA transfizierten Zellen durch die grüne Fluoreszenz 
identifiziert werden können. 
Vektor-kodierte siRNA wurde mit Hilfe des psiSTRIKE U6 hairpin Cloning System 
(Human)-hMGFP (Fa Promega, Madison, USA) durchgeführt. Dazu wurden nach 
Angaben des Herstellers geeignete Oligonukleotide entworfen und in den psi-STRIKE-
Vektor eingefügt. Dieser kodiert zudem für hMGFP, wodurch eine Lokalisation 




Name Targetsequenz Accession Nr. Sequenz (5´?  3`) 
Lamin A/C1 610-622 M13451 AACTGGACTTCCAGAAGAACA 
KIF1C 870-882 U91329 AAGAAGCGAAAGTCGGATTTT 
KIF3A 518-539 BC045542 AAGACCTGATGTGGGAGTTTA 
KIF3B 323-335 NM_004798 AATCCGTGGTGACCCTGAAAA 
KIF5B 476-488 NM_004521 AAACCGAGTTCCCTATGTAAA 
 
KAP3 928-940 NM_014970 AAGCCCTTGATCGGGACAATT 
strike-1C-3f 426-446 U91329 
ACCGGTGAGCTATATGGAGATCTTCAAG
AGAGATCTCCATATAGCTCACCTTTTT 
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2.5. Arbeiten mit Proteinen 
2.5.1. Konzentrationsbestimmung von Proteinlösungen 
Die Proteinbestimmung wurde mit BIO-RAD Protein Assay nach Bradford durchgeführt 
(1976). Als Proteinstandard für den Protein-Microassay (1-20 µg Protein; = 25 µg/ml) 
wurde BSA in den Konzentrationen 20 µg/ml, 15 µg/ml, 10 µg/ml, 5 µg/ml und 1 µg/ml 
verwendet. Die Bestimmung der Proteinmenge wurde für alle Proben wie folgt 
durchgeführt: Zu 800 µl Probe (Proteinstandard in der oben angegebenen Konzentration 
bzw. verdünnte Proteinlösung) wurden 200 µl Dye Reagent Concentrate gegeben. Als 
„Nullwert“ wurde 800 µl Puffer als Probe eingesetzt. Diese Lösungen wurden durch kurzes 
Vortexen gemischt. Nach 5 min bis 1 h Inkubationszeit wurde für alle Proben die 
Absorption bei 595 nm bestimmt. Die Standardwerte der BSA-Proben wurden gegen die 
eingesetzte Proteinmenge aufgetragen und dienten als Eichkurve. Aus der Eichkurve 
wurden die Proteinkonzentrationen der Proben abgelesen. 
 
2.5.2. SDS-Polyacrylamidgelektrophorese nach Lämmli (Laemmli, 1970)  
Die Proben wurden mit Probenpuffer nach Lämmli (0,5 M Tris-HCL, 20 % Glycerin, 
8 % [w/v] SDS, 10% [v/v] Bromphenolblau) versetzt, 5 min bei 95°C inkubiert und bei 
konstant 150 V bei kleinen Gelen bzw. 45 mA bei großen Gelen unter denaturierenden 
Bedingungen elektrophoretisch aufgetrennt.  
 
2.5.3. Molekulargewichtsbestimmung 
Als Marker für die Größenbestimmung von Proteinen wurde der prestained high range 
Proteinmarker (Fa. peqlab, Erlangen) verwendet. Zur Abschätzung der molekularen 
Massen wurden die Laufstrecken der Markerproteinen vom oberen Trenngelrand aus 
gemessen und gegen den Logarithmus der molekularen Massen aufgetragen. Die 
apparenten molekularen Massen der zu bestimmenden Proben wurden aus dieser 
Eichgeraden abgelesen.  
 
 
2.5.4. Coomassie-Färbung (Weber und Osborn, 1969) 
Die Polyacrylamidgele wurden für 30 Minuten in Coomassie-Färbelösung (0,25% [w/v] 
Serva-Blau-R250, 22,7% [v/v] Methanol) inkubiert und anschließend bis zur vollständigen 
Entfärbung des Hintergrundes in Entfärber (33% [v/v] Methanol, 10% [v/v] Eisessig) 
gewaschen.  
 
2.5.5. Silberfärbung (Blum et al., 1987), modifiziert) 
Die Polyacrylamidgele wurden für 1 h in Fixierlösung (50% [v/v] Methanol, 0,8% [v/v] 
Eisessig, 0,002% [v/v] Formaldehyd) fixiert. Anschließend wurden die Gele 3 x 10 min 
mit 50 % [v/v] Ethanol gewaschen und für 1 min in Thiosulfaltösung (0,02% Na2SO4O3 x 
5 H2O) geschwenkt. Nach dreimaligem Waschen für je 20 s in H2Odd wurden die Gele 20 
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min imprägniert (Imprägnierlösung: 0,2% [w/v] AgNO3, 0,075% [v/v] Formaldehyd). An 
erneutes Waschen mit H2Odd schloß sich die Entwicklung mit 9% [w/v] Na2CO3 x 10 H2O, 
1% [v/v] Thiosulfatlösung, 0,1% [v/v] Formaldeyhd) an. Waren die Proteine deutlich zu 
sehen, wurde die Entwicklung mit 0,186% [w/v] EDTA gestoppt.  
 
2.5.6. Nachweis von Proteinen durch MALDI-TOF-Analyse 
Bestimmte durch Silberfärbung sichtbare Proteinbanden wurden aus den 
Polyacrylamidgelen ausgeschnitten und freundlicherweise durch MALDI im Zentrum für 
Proteinanalytik der Universität München identifiziert. Dazu wurden die durch 
Silberfärbung sichtbar gemachten Gelbanden zweimal mit Wasser gewaschen, 
anschließend mit einer 1:1-Mischung aus 30 mM Kaliumferricyanid und 100 mM Na-
Thiosulfat inkubiert und zweimal mit Wasser gewaschen. Die Gelbanden wurden zweimal 
für 5 min mit 50% Acetonitril behandelt. Trypsin (Fa. Promega, Mannheim) wurde 
zugegeben und die Proteine über Nacht in 40 m NH4HCO-Puffer pH 8,0 bei 37°C und 650 
rpm geschüttelt. 10 µl jeder Bande wurden zunächst gereinigt und aufkonzentriert unter 
Verwendung einer C18 Reverse-Phase Pipettenspitze (ZipTip, Fa. Millipore, Schwalbach). 
Die Peptide wurden mit 1 µl ? -Cyano-4-Hydroxyzimtsäure (HCCA, Fa. Sigma, 
Taufkirchen) eluiert und direkt auf eine MALDI-Probenplatte (Fa. Applied Biosystems, 
Lincoln, USA) gegeben. Die MALDI-TOF-Messungen wurden mit einem  Voyager-DE 
STR Time-of-flight Massenspektrometer (Fa. Applied Biosystems, Lincoln, USA) 
durchgeführt. Die Spektren wurden mit Hilfe der Mascot Software (Fa. Matrix Science, 
London, Großbritannien) unter Verwendung der NCBInr-Protein Datenbank analysiert.  
 
2.5.7. Immunologischer Nachweis von Proteinen 
Zum immunologischen Nachweis von Proteinen wurden die elektophoretisch 
aufgetrennten Proteine einem „Western Blotting“ unterzogen (Khyse-Andersen, 1984), 
modifiziert). Der Transfer auf eine Nitrocellulosemembran ( Fa. Pall, Portsmouth, 
Großbritannien) erfolgte in einer Mini-Protean Kammer (Fa. Biorad, München) nach dem 
Tankblot-Verfahren. Die Membran, das Gel und das Filterpapier (Fa Whatman, Maldstone, 
USA) wurden in „Blotting-Puffer (25 mM Tris-Base, 96 mM Glycin) getränkt. Der 
Transfer erfolgte für 1 h bei 80 V. Anschließend wurde die Membran entnommen und zur 
Absättigung unspezifischer Bindungstellen für 1 h in TBST-Puffer (20 mM Tris-Base, 
150 mM NaCl, 0,3 % Triton X-100, pH 7,4) mit 2,5% BSA (Fa. Serva, Heidelberg) und 
5% Magermilchpulver (Fa. Biorad, München) inkubiert. Nach dreimaligem Waschen in 
TBST wurde die Membran für 1 h in TBST geschwenkt, dem der primäre Antikörper in 
einer Verdünnung von 1:750 bis 1:2000 zugesetzt worden war. Nicht gebundene und nicht-
spezifisch gebundene primäre Antikörper wurden durch dreimaliges 10minütiges Waschen 
mit TBST entfernt. Anschließend wurde die Membran für 1 h mit HRP-gekoppelten 
Antikörpern (Fa Amersham Biosciences, Little Chalfont, Großbritannien) in TBST 
inkubiert. Nach weiterem dreimaligem 10minütigen Waschen wurde die Membran 10 min 
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in Super Signal® West Pico Luminol Enhancer und Super Signal® Stable Peroxide 
Solution Detektionslösung (Fa. Pierce, Rockford, IL, USA) inkubiert. Die Lichtemission 
bei der Umsetzung der Detektionslösung durch die Meerrettichperoxidase wurde durch 
Auflegen eines Röntgenfilmes (Fa. Kodak AG, Stuttgart) dokumentiert. Zur Überprüfung 
des Transfererfolges wurde das Gel mit Coomassie angefärbt (siehe Punkt 2.5.4).  
 
 
2.5.8. Expression und Aufreinigung von Fusionsproteinen mittels Affinitäts-
chromatographie 
2.5.8.1. GST-Fusionsproteine 
Zur Expression eines Glutathion-S-Transferase (GST)-Fusionsproteins wurde eine 37°C 
Übernachtkultur von Bakterien, die das zu exprimierende Plasmid enthielten, in 100 ml 
LB-Medium mit selektivem Antibiotikum angeimpft. 1 ml der Übernachtkultur wurde am 
nächsten Tag zu 1l LB-Medium mit selektivem Antibiotikum gegeben und bei 37°C schüt-
telnd inkubiert. Bei einer OD600 von 0,4 wurde die Expression des GST-Fusionsproteins 
mit 1 mM IPTG induziert und weitere 2,5 h bei 37°C schüttelnd inkubiert. Anschließend 
wurden die Bakterien durch Zentrifugation (5 min, 4400 x g) sedimentiert, die Sedimente 
in vorgekühltem PBS gelöst und in einem 50 ml Reaktionsgefäß vereinigt. Die Suspension 
wurde mit kaltem PBS auf 50 ml aufgefüllt und erneut für 20 min mit 3020 x g bei 4°C 
zentrifugiert. Der Überstand wurde dekantiert und das Sediment in 10-20 ml Lysepuffer 
(50 mM Tris pH 7,5, 50 mM NaCl, 5 mM MgCl2, 1 mM DTT, 1 µg/ml Leupeptin, 1 µg/ml 
Pepstatin, 475 µg/ml Aprotinin1 µg/ml Pefabloc) resuspendiert. 
Die Bakteriensuspension wurde mit 65 W insgesamt sechsmal für 10 sec mit Ultraschall 
aufgeschlossen und die Zellreste für 30 min bei 50000 g (Ultrazentrifuge OptimaTM, Rotor 
TLA-100, Fa. Beckman Coulter, Fullerton, USA) abzentrifugiert. Währenddessen wurden 
1-2 ml GST-Sepharose-Kugeln 3 min bei 4°C in Lysepuffer äquilibriert und danach bei 
121 x g für 2 min bei 4°C zentrifugiert (Zentrifuge Centricon H-401, Kontron Instruments, 
Watford, Großbritannien; Rotor A8.24). Der Proteinüberstand der Ultrazentrifugation 
wurde auf die Kugeln gegeben und 1h bei 4°C inkubiert. Die Kugeln wurden anschließend 
fünfmal mit Lysepuffer ohne DTT und einmal mit Resuspensionspuffer (50 mM Tris pH 8, 
50 mM NaCl, 5 mM MgCl2, 2,5 mM NaCl2, 1 mM DTT) gewaschen. Der Überstand wurde 
dekantiert und das Protein von den Kugeln eluiert. 
 
 
2.5.8.1.1. Elution mit Glutathion 
Zur Elution des Fusionsproteins wurden die Sepahrose-Kugeln sechs- bis achtmal mit je 1 
ml Resuspensionspuffer plus 10 mM Glutathion behandelt. Dabei wurden die Kugeln bei 
jedem Schritt vier- bis sechsmal mit der Puffer/Glutathion-Lösung gevortext und 
anschließend 5 min bei 3020 x g (Zentrifuge Centricon H-401, Kontron Instruments, 
Watford, Großbritannien; Rotor A8.24) abzentrifugiert. Die aus den Elutions-
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/Zentrifugationsschritten resultierenden Überstände wurden vereinigt und gegen 
Dialysepuffer (10 mM Tris pH 7,5, 150 mM NaCl, 2 mM MgCl2, 0,1 mM DTT) dialysiert. 
Die Dialyse war notwendig, da die Proteine für Mikroinjektionsexperimente verwendet 
werden sollten und dafür der für die Injektion passende Puffer benötigt wurde (vgl. Punkt 





Um den GST-Anteil des Fusionsproteins abzuspalten, wurden pro ml GST-Beads 2 U 
Thrombin gegeben und entweder über Nacht bei 4°C oder für 2 h bei RT inkubiert. 
Anschließend wurden die Kugeln bei 3020 x g für 5 min abzentrifugiert und der Überstand 
erneut dreimal mit 2 ml Resuspensionspuffer gewaschen. Zur Entfernung des Thrombins, 
wurden zu dem gewaschenen Überstand 100 µl p-Aminobenzamidin-Kugeln pipettiert und 
für 1h bei 4°C schüttelnd inkubiert. 
Nach der Inkubation wurden die p-Aminobenzamidin-Kugeln (mit dem anhaftenden 
Thrombin) abzentrifugiert und der Überstand gegen Dialysepuffer dialysiert. Nach der 
Dialyse wurde die Proteinmenge wie unter Punkt 2.5.1. beschrieben bestimmt. 
 
2.5.8.2. MBP-Fusionsproteine 
Zur Expression eines MBP (maltose-binding protein)-Fusionsproteins wurde eine 37°C 
Übernachtkultur von Bakterien, die das zu exprimierende Plasmid enthielten, in 100 ml 
LB-Medium mit selektivem Antibiotikum angeimpft. 1 ml der Übernachtkultur wurde am 
nächsten Tag zu 1 l LB-Medium mit selektivem Antibiotikum gegeben, mit 2 g Glucose 
versetzt und für 2,5 h bei 37°C schüttelnd inkubiert. Danach wurde die Expression des 
Fusionsproteins mit 0,5 M IPTG induziert und erneut bei 37°C 2,5 h schüttelnd inkubiert. 
Anschließend wurden die Bakterien durch fünfminütge Zentrifugation bei 4350 x g, 4°C 
(Zentrifuge Centricon H-401, Kontron Instruments, Watford, Großbritannien; Rotor 
A8.24) geerntet und danach mittels Sonifikation aufgeschlossen. Die Zellreste wurden in 
der Ultrazentrifuge (OptimaTM, Rotor TLA-.100, Fa. Beckman Coulter, Fullerton, USA) für 
10 min bei 100000 x g abzentrifugiert. 
Währenddessen wurden 2 ml Säulenmaterial in Säulenpuffer (20 mM Tris pH 7,4, 200 mM 
NaCl, 1 mM EDTA) für 1h bei 4°C äquilibriert und anschließend bei 121 x g,  4°C 
(Centricon H-401, Kontron Instruments, Watford, Großbritannien; Rotor A8.24) 
zentrifugiert. Das Sediment nach der Ultrazentrifugation wurde verworfen, der Überstand 
zum äquilibrierten Säulenmaterial gegeben und für 1h bei 4°C inkubiert. Nicht gebundenes 
Protein wurde durch sechsmaliges Waschen mit Säulenpuffer entfernt und das MBP-
Fusionsprotein anschließend fünfmal mit 1 ml Maltose -Lösung (3,6 g/ml in Säulenpuffer) 
eluiert. 
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Das Eluat wurde über Nacht bei 4°C gegen Dialysepuffer (20 mM Tris pH 8, 25 mM 
NaCl) dialysiert, anschließend aufkonzentriert und erneut über Nacht bei 4°C dialysiert, 
diesmal gegen Mikroinjektionspuffer (vgl. Punkt III.3.4.2.). Anschließend wurde die 
Proteinmenge wie unter Punkt  2.2.3.2. beschrieben bestimmt. 
 
2.5.9 Interaktionsstudien 
2.5.9.1. Herstellung von Zelllysaten aus humanen Zellen 
Die Zellen wurden mit PBS (Dulbecco´s PBS ohne Ca2+ und Mg2+, Fa. PAA; Linz, 
Österreich) gewaschen und mit Hilfe eines Zell-Lifters (Fa. Sarstedt, Nümbrecht) in 600 µl 
entsprechendem Lysepuffer vom Kulturgefäß entfernt. Die Zusammensetzung des 
Lysepuffers variierte je nach präzipitierten Protein. Der Zellaufschluss erfolgte durch 30-
minütige Inkubation in detergens-haltigen Lysepuffern bei 4°C. Durch 10-minütige 
Zentrifugation bei 3500 xg bei 4°C wurden Zelltrümmer entfernt und der Überstand in 
Immun-Präzipitationsversuchen und zur Isolierung von Motorproteinen eingesetzt.  
 
2.5.9.2.Immun-Präzipitation  
Zur Immun-Präzipitation wurde das µMACS-Kit (Fa. Miltenyi, Bergisch-Gladbach) 
verwendet. 2 µg des jeweiligen Antikörpers wurden mit 50 µl Protein A oder Protein G-
gekoppelten Magnetkugeln zu Zelllysat gegeben und für 1 h bei 4°C im Überkopfschüttler 
inkubiert. µMACS-Säulen wurden im µMACS-Multi-Ständer mit 100 µl Lysepuffer 
äquilibiert und das Zelllysat-Antikörper-Protein A/G-Kugel-Gemisch daraufgegeben. Der 
Durchlauf wurde aufgefangen, die Säulen wurden 4 mal mit je 200 µl Lysepuffer 
gewaschen. Die Elution erfolgte mit 50 µl 95°C heißem SDS-Puffer nach Lämmli.  
 
Für eine MALDI-TOF-Analyse war es notwendig, den Anteil von eluiertem Antikörper 
möglichst gering zu halten, da diese Verunreinigungen eine eindeutige Identifizierung der 
einzelnen Proteinbanden verhinderten. Hierzu wurden die Antikörper mit Hilfe des Cross-
Linking-Reagens DMP (Diemthylpimelindiaimidatdihydrochlorid, Fa. Fluka, Steinheim) 
an die Protein A bzw. G-gekoppelten Magnetkugeln kovalent gebunden: Antikörper und 
Protein A/G-Kugeln wurden in 0,2 M Triethanolamin pH 8 bei RT für 10-15 min inkubiert. 
200 mM DMP wurden jeweils frisch in 0,2 M Triethanolamin gelöst und zu den 
Antikörpern und den Magnetkugeln gegeben und 30 min bei RT inkubiert. Die Cross-
linking Reaktion wurde durch Zugabe von 500 µl 50 mM Tris pH 8-9 für 10 min 
abgestoppt. Ungebundene Antikörper wurden mit Hilfe einer µMACS-Säule durch 
dreimaliges Waschen mit PBS entfernt. Zur Elution wurden 150 µl 65°C warmem RIPA-
Puffer (50 mM Tris pH 7,4, 1% [v/v] Triton X-100, 75 mM NaCl, 10 mM MgCl2 pH 7,4) 
verwendet, wobei die Säule aus dem Magnetständer entnommen wurde. Nach Zugabe des 
Zelllysates wurde wie oben beschrieben verfahren.  
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2.5.9.3. GST- bzw. MBP-pull-down 
200 µl einer Glutathion-Sepharose 48-Lösung (Fa. Amersham Biosciences, Little Chalfont, 
Großbritannien) bzw. einer Amylose-Lösung (Fa. New England Biolabs, Beverly, USA) 
wurden dreimal mit 1 ml PBS gewaschen und dabei jeweils durch Zentrifugation bei 4°C 
und 500 x g für 1 min sedimentiert. Nach Äquilibrieren mit 1 ml RIPA-Puffer (50 mM Tris 
pH 7,4; 1% [v/v] Triton X-100, 75 mM NaCl, 10 mM MgCl2) wurde nach Sedimentieren 
der Sepharose, bzw. Amylose das GST- bzw MBP-Fusionsprotein in 1 ml RIPA 
zugegeben und für 1 h bei 4°C im Überkopfschüttler gemischt. Anschließend wurde die 
Sepharose bzw. Amylose durch erneutes Zentrifugieren sedimentiert. Das Zelllysat wurde 
wie unter Punkt 2.5.9.1. beschrieben mit RIPA-Puffer hergestellt und zu der Glutathion-
Sepharose, bzw. Amylose gegeben und für 1 h bei 4°C im Überkopfschüttler inkubiert. 
Nach dreimaligem Waschen mit jeweils 1 ml RIPA wurde das Sediment in 100 µl SDS-
Probenpuffer nach Lämmli aufgenommen.  
 
 
2.5.10. Isolierung von Motorproteinen aus primären humanen Makrophagen 
Zelllysat aus primären humanen Makrophagen wurde mit Lysepuffer (50 mM HEPES, 5 
mM EGTA, 75 mM NaCl, 1% Triton X-100) wie unter Punkt 2.2.3.3. gewonnen und mit 
400 µg polymerisiertem Tubulin versetzt. Hierzu wurde das Tubulin (Fa. Cytoskeleton, 
Denver, USA) nach Herstellerangaben mit 1 mM GTP in G-PEM-Puffer (80 mM PIPES, 
0,5 mM MgCl2, 1 mM EGTA, 3 mM GTP pH 6,9) mit 2% Glycerol 20 min bei 37°C 
polymerisiert und mit 20 µM Taxol (Fa Sigma, Steinheim.) stabilisiert.  
Durch Zugabe von 4 mM AMP-PNP (Fa. Sigma, Steinheim) erfolgte unter leichtem 
Schütteln bei 37°C das Anheften der Motorproteine an die Mikrotubuli. Diese wurden mit 
den daran anhaftenden Proteinen durch halbstündige Zentrifugation bei 220000 x g 
(OptimaTM, Rotor TLA-100, Fa. Beckman Coulter Fullerton, USA) bei 25°C sedimentiert. 
Das Sediment wurde in 200 µl Elutionspuffer (10 mM ATP, 10 mM MgCl2xH2O, 1 mM 
DTT, 1 mM PMSF, 10 µM Taxol) resuspendiert und die Motormoleküle durch 15minütige 
Inkubation bei Raumtemperatur abgelöst. Die Trennung der Motormoleküle von den 
Mikrotubuli erfolgte durch Ultrazentrifugation bei 140000 xg für 30 min, 25°C. Das 













3.1. Mikrotubuliplusenden kontaktieren Podosomen  
Arbeiten aus dem Labor von J.V. Small zeigten Ende der 90er Jahre in Fischfibroblasten 
erstmals Kontakte zwischen Mikrotubuli und fokalen Adhäsionen, die auf die Mikrotubuli 
einen stabilisierenden Effekt haben (Kaverina et al., 1998). Diese Kontakte führen 
allerdings zur Auflösung der fokalen Adhäsionen und nicht zu deren Wachstum (Kaverina 
et al., 1999). Unterschiedliche Mikrotubuli scheinen zudem stets die gleichen Bahnen zu 
benutzen, was auf die Existenz eines zusätzlichen strukturellen Elements schließen läßt, 
das eine gerichtete Mikrotubulipolymerisierung fördert (Krylyshkina et al., 2002). 
 
Desweiteren zeigten Arbeiten aus dem eigenen Labor, dass auch podosomale Adhäsions-
strukuren durch Mikrotubuli in zahlreicher Weise beeinflusst werden. Mikrotubuli sind 
nicht nur in großer räumlicher Nähe zueinander, sondern es besteht zudem eine 
Abhängigkeit zwischen Podosomen und Mikrobutuli (Linder et al., 2000a): ohne 
funktionelles Mikrotubuli-Zytoskelett werden keine Podosomen mehr gebildet, fehlende 
Podosomen haben allerdings keinen Effekt auf die Mikrotubuli. Der genaue Mechanismus 
dieser Beziehung zwischen Mikrotubuli und Podosomen war jedoch nicht bekannt.  
 
Bislang konnte nur in fixierten Präparaten eine räumliche Nähe gezeigt werden. Zur 
Untersuchung dieser möglichen Interaktionen zwischen Podosomen und Mikrotubuli in 
lebenden primären humanen Makrophagen wurde ein sogenanntes. +TIP-Protein (Plusend-
tracking protein) zur Visualisierung der Mikrotubuli-Plusenden verwendet. GFP-CLIP170 
(Perez et al., 1999) zählt zu dieser Proteinfamilie und bindet an die wachsenden Plusenden 
von Mikrotubuli und ermöglicht so eine Beobachtung von möglichen dynamischen 
Interaktionen zwischen Podosomen und Mikrotubuli-Plusenden. Podosomen wurden durch 
Transfektion mit mRFP-Aktin visualisiert (siehe Abb. 3-1 und Film 1). 
Live cell imaging-Experimente zeigten, dass 84% aller beobachteten Podosomen von GFP-
CLIP170-positiven Plusenden kontaktiert wurden, wobei einzelne Podosomen oftmals 
hintereinander von verschiedenen Plusenden berührt wurden. Die Kontakte hatten drei 
unterschiedliche Konsequenzen: während des Beobachtungszeitraumes von 20 min teilten 
sich 23% ± 7% der kontaktierten Podosomen-Precursor-Cluster in 2 oder 3 
Tochterpodosomen (siehe Abb. 3-1D; Film 1C), 30% ± 3% lösten sich auf (siehe Abb. 3-
1B, Film 1B), 31% ± 10% blieben unverändert (siehe Abb. 3-1C, Film 1A). Auch die 
Podosomen, die während des Beobachtungszeitraums nicht kontaktiert wurden, zeigten 
diese drei Arten der Reaktion: 3% ± 3% teilten sich, 4% ± 3% lösten sich auf und 10% ± 
3% zeigten keine Veränderung. Jeweils ca. ein Drittel der kontaktierten Podosomen zeigen 
dieses Verhalten, im Gegensatz zu den nicht kontaktierten: hier beträgt dieser Anteil 
jeweils nur ein Fünftel. Dieses Ergebnis zeigt, dass die Auflösung bzw. Teilung der 






































Abb. 3-1. CLIP170-markierte Mikrotubuli-Plusenden kontaktieren Podosomen.  
Konfokalmikroskopische Momentaufnahme eines 9 Tage alten lebenden primären humanen 
Makrophagen, der mit pmRFP-Aktin und pEGFP-CLIP170 transient transfiziert wurde nach 20 h 
(A-D). A zeigt die Lokalisation von CLIP170 (grün) an MT-Plusenden und Podosomen (rot), die 
durch Aktin gekennzeichnet sind, B, C und D zeigen je eine Sequenz einer Ausschnittsvergröße-
rung eines bestimmten Zellbereichs aus dem Filmmaterial A. In B ist der kurze Kontakt von 
CLIP170 mit einem Podosom zu sehen, welches sich daraufhin in 3 Tochterpodosomen teilt. Im 
Gegensatz dazu bleibt in C das Podosom nach MT-Kontakt unverändert. Weißer Balken: 10 µm. 
E: Quantifizierung des Podosomenverhaltens: sämtliche Podosomen ausgewählter und wie oben 
beschrieben transfizierter Makrophagen aus 4 Filmen mit jeweils ca. 15 Minuten Länge wurden 
gezählt und in oben angegebene Kategorien eingeteilt. Die Prozentsätze für die einzelnen Katego-









































Dieses Ergebnis bestätigt die Daten von J. Evans, der zeigen konnte, dass Podosomen 
entweder de novo oder durch eine mikrotubuliabhängige Teilung aus sogenannten 
Podosomen-Precursor-Cluster entstehen. Auch die Auflösung einzelner Podosomen ist ab-
hängig von Mikrotubuli  (Evans et al., 2003).  
Im Rahmen der Beobachtung der einzelnen Podosomen fiel zudem auf, dass es regionale 
Unterschiede der Häufigkeit der unterschiedlichen Reaktionen zu geben scheint: an der 
Zellperipherie ruhender Makrophagen fanden hauptsächlich Teilung oder Auflösung der 
Podosomen statt, während hingegen im Zentrum der Zelle die Podosomen vorwiegend 
unverändert erschienen. Abb. 3-2 zeigt dieses unterschiedliche Verhalten am Beispiel einer 
ausgewählten Zelle.  
 
Abb.3-2. Podosomenverhalten in Abhängigkeit vom Zellbereich 
Sämtliche Podosomen eines 9 Tage alten und mit pmRFP-Aktin transfizierten Makrophagen 
wurden mit Hilfe eines auf das Bild gelegten Rasters gezählt, je nach Verhalten in die Kategorien 
statische, sich auflösende und sich teilende Podosomen eingeteilt und die Region je nach vorherr-
schender Kategorie eingefärbt: Regionen mit vorherrschend statischen Podosomen (blau), 
Regionen mit vorherrschend sich auflösenden Podosomen (rot), Regionen mit vorherrschend sich 
teilenden Podosomen (grün). Weißer Balken: 10 µm 
 
 
3.2. Podosomenbildung ist ATP-abhängig 
Die Arbeiten von K. Hüfner (Linder et al., 2000a) und die unter Punkt 3.1. aufgeführten 
Resultate zeigen, dass Podosomen eventuell von Mikrotubuli kontaktiert und reguliert 
werden. Daher liegt die Vermutung nahe, dass durch die Mikrotubuli regulierende 
Faktoren wie z.B. WASp, Cdc42 etc. oder auch möglicherweise strukturelle Bestandteile 
an die Podosomen geführt werden. Da die bekannten Regulatoren selbst keine 
Motoraktivität aufweisen, müssen sie durch molekulare Motoren transportiert werden.  
Es gibt in eukaryontischen Zellen zwei Klassen von Motorproteinen, die sich entlang 






Richtung der Minusenden, also in Richtung des Zellinneren, während hingegen die meisten 
Kinesine in Richtung der Plusenden, d. h. in den meisten Zelltypen in Richtung der 





























Abb. 3-3. Podosomenbildung ist abhängig von ATP-Hydrolyse. 
A- D: Fluoreszenmikroskopische Aufnahmen 7 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die mit 
Puffer (A, B) oder 50 mM AMP-PNP (C, D) mit Ratten-IgG (grün, Inset) als Injektionsmarker 
injiziert und nach 0 (A, C) bzw 45 min (B, D) fixiert wurden. Zur Sichtbarmachung der 
Podosomen wurde F-Aktin (rot) mit Alexa-568-Phalloidin angefärbt. Weißer Balken: 10 µm. 
E: Quantifizierung der Podosomenbildung. Hierfür wurden in 3 unabhängigen Experimenten je 30 
injizierte Zellen gezählt. Als Kontrolle dienten Zellen, die nur mit Mikroinjektionspuffer injiziert 







































































Um einen ersten Hinweis auf die Beteiligung eines solchen ATP-verbrauchenden 
Vorgangs zu erhalten, wurden primäre humane Makrophagen mit dem nicht-
hydrolysierbaren ATP-Analogon AMP-PNP (Adenosin-5(b,g-imido)-triphosphat) injiziert. 
Für die Untersuchung der Podosomenbildung kann man sich hierbei ein Artefakt der 
Mikroinjektionsprozedur zunutze machen: Durch hohen Injektionsdruck wurden die 
Podosomen reversibel zerstört (Linder et al., 2000a), bildeten sich aber innerhalb von 
30 min wieder aus (siehe Abb. 3-3A, B). Direkt nach Injektion wiesen nur noch 8,9% ± 
7,2% der injizierten Zellen Podosomen auf, nach 45 min Inkubation zeigten 79,2% ± 
11,0% der Zellen Podosomen. Injizierte man hingegen 50 mM AMP-PNP, so ging die 
Bildung der Podosomen 45 min nach der Zerstörung auf 36,7% ± 9,0% zurück (siehe 
Abb. 3-3C, D, E).  
 
Um auszuschließen, dass die Injektion von AMP-PNP die Mikrotubulistabilität beeinflusst, 
(Infante et al., 2000) wurden primäre humane Makrophagen mit 50 mM AMP-PNP 
injiziert und das Mikrotubuli-Zytoskelett angefärbt. Im Vergleich mit Mikrotubuli nicht-











Abb. 3-4. AMP-PNP hat keinen schädigenden Einfluss auf das Mikrotubuli-Zytoskelett 
A, B: Konfokalmikroskopische Aufnahme 7 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die A mit 
50 mM AMP-PNP und Ratten-IgG als Injektionsmarker (grün) injiziert, 1 h inkubiert und das 
Mikrotubuli-Zytoskelett mit anti-b-Tubulin-Antikörper rot angefärbt wurden. Der Vergleich mit B, 
einer nicht injizierten Zelle, zeigt, dass die Injektion mit 50 mM AMP-PNP keinen Einfluss auf die 
Mikrotubuli hat. Weißer Balken: 10 µm. 
 
 
3.3. Dynein-Inhibition hat keinen Effekt auf die Podosomenbildung 
Podosomen werden von Mikrotubuli kontaktiert und reguliert (Linder et al. 2000 und 
Punkt 3.1.), wobei womöglich ein Transportvorgang eine Schlüsselrolle spielt. Um einen 
möglichen Einfluss eines Dyneins zu untersuchen, wurde ein inhibitorischer Antikörper 
gegen zytoplasmatisches Dynein (Steffen et al., 1997) in primäre humane Makrophagen 
injiziert. Zunächst wurde die hemmende Wirkung des Antikörpers überprüft: bei einer 
Hemmung des Transportes durch Dynein werden lysosomale Vesikel nicht mehr ins 
Zellinnere transportiert (Burkhardt et al., 1997; Steffen et al., 1997), (Schliwa et al., 1984; 
Harada et al., 1998). 
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Abb. 3-5. Nachweis der hemmenden Wirkung eines inhibitorischen Dynein-Antikörpers: 
Blockierung des Transportes von TRITC-Dextran zu den Lysosomen 
A, B, C: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme 8 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die 
5 min mit TRITC-Dextran inkubiert, (A, B) mit m74.2 (4 µg/µl), einem inhibitorischen Antikörper 
gegen Dynein injiziert oder (C) mit Puffer injiziert wurden und sofort (A) oder nach 45 min (B, C) 
fixiert wurden. Zur besseren Darstellung der Zellen wurden diese weiß umrandet. Weißer Balken: 
10 µm. 
D: Quantifizierung der Lokalisierung von TRITC-Dextran-beladenen Vesikeln nach 1 h. Hierfür 
wurden in 3 unabhängigen Experimenten je 30 injizierte Zellen gezählt. Als Kontrolle dienten 
Zellen, die nur mit Mikroinjektionspuffer injiziert wurden. Zusätzlich wurde in einem weiteren 
Ansatz 1mM des chemischen Dynein-Inhibitors EHNA injiziert. Die Prozentsätze für injizierte 
Zellen sind als Mittelwerte + Standardabweichung dargestellt 
 
Zur Visualisierung wurde der fluid-phase-Marker Dextran benutzt, an den ein TRITC-
Farbstoff gekoppelt ist. Inkubiert man Zellen in einem pulse-chase-Experiment zunächst 
für 5 min in TRITC-Dextran-haltigem Medium und anschließend für 45 min in TRITC-
Dextran-freiem Medium, wird der fluid-phase-Marker von den Zellen in Vesikeln 
aufgenommen und innerhalb von 45 min in das Zellinnere zu den Lysosomen transportiert 
(siehe Abb. 3-5A und C), in 90% ± 2,6% der Zellen sind die Vesikel nach 45 min zentral 
angeordnet. Injiziert man Puffer vor Zugabe von TRITC-Dextran, so akkumulieren die 
Vesikel ebenso im Zellinneren (siehe Abb. 3-5C), jedoch nicht, wenn man den 
inhibitorischen Antikörper gegen Dynein m74.2 injiziert. Das TRITC-Dextran wird zwar 
noch in Vesikel aufgenommen, diese bleiben aber im gesamten Zytoplasma verteilt (Abb 

















































































Inhibitor Erythro-9-(2-Hydroxy-3-Nonyl)Adenin EHNA (Schliwa et al., 1984). Nur 3,3% 
± 0,0% EHNA-injizierte Zellen weisen zentrale TRITC-Dextran-beladene Vesikel auf. 
Hier jedoch erscheint das aufgenommene TRITC-Dextran häufig nicht als distinkte 
Vesikel, sondern diffus in der Zelle verteilt (68,9% ± 5,3% der injizierten Zellen).  
Eine Inhibition von Dynein durch den inhibitorischen Antikörper konnte in 
Fischfibroblasten bereits gezeigt werden (Krylyshkina et al., 2002). Dynein kann auch in 
primären humanen Makrophagen durch die Injektion des inhibitorischen Antikörpers bzw. 






















Abb. 3-6. Mikroinjektion eines inhibitorischen Dynein-Antikörpers bzw. eines Dynein-
Inhibitors hat keinen Effekt auf die Podosomen-Bildung  
A, B, C: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme 7 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die 
mit m74.2 (4 µg/µl), einem inhibitorischen Antikörper gegen Dynein (A, B) bzw mit EHNA 
(1 mM) (C), einem Dynein-Inhibitor und Ratten-IgG als Injektionsmarker injiziert und sofort (A) 
oder nach 45 Min (B, C) fixiert wurden. F-Aktin wurde mit Alexa-568-Phalloidin (rot) angefärbt. 
Weißer Balken: 10 µm 
D: Quantifizierung der Podosomenbildung: Primäre humane Makrophagen wurden wie oben 
beschrieben injiziert und in 3 unabhängigen Experimenten je 30 Zellen gezählt. Als Kontrolle 
dienten Zellen, die nur mit Mikroinjektionspuffer injiziert wurden. Die Prozentsätze für injizierte 
































































Um eine mögliche Beteiligung von Dynein an der Podosomenbildung zu untersuchen, 
wurden primäre humane Makrophagen wie beschrieben injiziert und der Anteil 
podosomenhaltiger Zellen ermittelt. Podosomen wurden wie bereits erwähnt durch den 
hohen Injektionsdruck zerstört (siehe Abb. 3-6A, D: mit Puffer injizierte Zellen mit 
Podosomen: 8,9% ± 7,2%; mit Antikörper gegen Dynein injizierte Zellen mit Podosomen 
15,6% ± 1,5 %, mit EHNA injizierte Zellen mit Podosomen: 11,0% ± 3,9 %). Nach 
einstündiger Inkubation werden sowohl in pufferinjizierten als auch in Zellen, die mit dem 
inhibitorischen Antikörper gegen Dynein bzw. EHNA injiziert wurden (Abb. 3-6B, C), die 
Podosomen in 79,2% ± 11,0% (Kontrolle), 80,0 % ± 6,8% (Dynein-Antikörper) bzw. 
81,1% ± 3,9% (EHNA) der Zellen wieder gebildet. Dynein spielt bei der Podo-
somenbildung also keine Rolle.  
 
 
3.4. Untersuchung der Beteiligung verschiedener Kinesine an der Podosomenbildung 
3.4.1. Inhibition von konventionellem Kinesin hat keinen Effekt auf die Podosomen-
bildung 
Die Hemmung von Dynein hatte keinen Einfluss auf die Podosomenbildung (siehe Punkt. 
3.3.) Kinesine stellen die zweite große Gruppe der Motoren dar, die sich am Mikrotubuli-
Zytoskelett entlang bewegen. Arbeiten aus dem Labor von J.V. Small zeigten, dass fokale 
Adhäsionen durch konventionelles Kinesin, KIF5B, reguliert werden. (Krylyshkina et al., 
2002). Da fokale Adhäsionen in ihrer Zusammensetzung eine große Ähnlichkeit zu 
Podosomen aufweisen, wurde im Folgenden untersucht, ob auch bei der Regulation von 
Podosomen KIF5B eine Rolle spielt. Zu diesem Zweck wurde zunächst in Analogie zu 
Punkt 3.3. (Hemmung von Dynein) ein inhibitorischer Antikörper gegen KIF5B, SUK4 
(Ingold et al., 1988) in primäre humane Makrophagen injiziert. Auch hier wurde zunächst 
die hemmende Wirkung des Antikörpers überprüft, wobei in diesem Fall die Lokalisation 
von Mitochondrien als phänotypische Auswirkung herangezogen wurde. Mitochondrien 
werden von KIF5B in Richtung Zellperipherie transportiert, so dass sie in der Zelle 
gleichmäßig verteilt sind (Krylyshkina et al., 2002). Eine Hemmung von KIF5B hat zur 
Folge, dass dieser Transport ausbleibt, und die Mitochondrien im Zellzentrum 
akkumulieren. Um auszuschließen, dass durch die Injektion per se die Verteilung der 
Mitochondrien gestört werden könnte, wurde die Lokalisation der Mitochondrien in 
injizierten und nicht-injizierten Zellen untersucht: Der größte Teil der Mitochondrien ist 
über die ganze Zelle verteilt (siehe Abb. 3-7C), nur 17,7% ± 6,5% bzw. 15,5% ± 5,4% der 
Zellen weisen nach einstündiger Inkubation zentrale Mitochondrien auf. Ebenso verhalten 
sich mit Puffer injizierte Zellen: 11,1% ± 3,9% bzw 12,2% ± 6,5% zeigen nach 
einstündiger Inkubation eine Akkumulation der Mitochondrien im Zellzentrum. Wurde 
hingegen der inhibitorische Antikörper SUK4 gegen KIF5B injiziert, so steigt der Anteil 
der zentral angeordneten Mitochondrien von 18,9 % ± 5,3% (siehe Abb. 7A, C) auf 83,3% 
± 7,7% nach einstündiger Inkubation (siehe Abb. 3-7B, C) an. Der inhibitorische 
Antikörper blockiert demnach den Transport der Mitochondrien auch in primären humanen 






























Abb.3-7: Nachweis der hemmenden Wirkung eines inhibitorischen KIF5B-Antikörpers  
A, B: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen 8 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die 
mit SUK4 (4 µg/µl), einem inhibitorischen Antikörper gegen KIF5B mit Ratten-IgG (grün) als 
Injektionsmarker injiziert und direkt (A) oder nach 1 h (B) fixiert wurden. Mitochondrien wurden 
mit einem Antikörper gegen Cytochrom-c-Oxidase Komplex IV angefärbt (rot). Zur besseren 
Darstellung der Zellen wurden diese weiß umrandet. Weißer Balken: 10 µm 
C: Quantifizierung der Mitochondrienlokalisation: Primäre Makrophagen wurden wie oben be-
schrieben injiziert und in 3 unabhängigen Experimenten je 30 Zellen gezählt. Als Kontrolle dienten 
Zellen, die nur mit Mikroinjektionspuffer injiziert wurden. Die Prozentsätze für injizierte Zellen 
sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. 
 
 
Im Folgenden konnte deshalb eine Beteiligung von KIF5B an der Podosomen-Regulation 
untersucht werden. Hierzu wurden primäre humane Makrophagen mit SUK4 injiziert und 
die Podosomen untersucht. Wie bereits erwähnt, wurden durch den hohen Injektionsdruck 
die Podosomen reversibel zerstört, so dass zum Zeitpunkt 0 h nur noch 8,9% ± 7,2% der 
mit Puffer injizierten Zellen und 22,2% ± 12,1% der mit dem inhibitorischen Antikörper 
injizierten Zellen Podosomen aufwiesen (Abb. 3-8A, C). Nach einstündiger Inkubation 
werden in 79,2% ± 11,0% der mit Puffer injizierten Zellen wieder Podosomen gebildet, 
allerdings auch in den mit SUK4 injizierten Zellen: 72,2% ± 3,0% der Zellen weisen 
Podosomen auf (Abb. 3-8B, C). Konventionelles Kinesin KIF5B spielt also anders als bei 



































































































Abb. 3-8. Mikroinjektion eines inhibitorischen KIF5B-Antikörpers hat keinen Effekt auf die 
Podosomen-Bildung  
A, B: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme 7 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die mit 
SUK4 (4 µg/µl), einem inhibitorischen Antikörper gegen KIF5B (A, B) und Ratten-IgG als 
Injektionsmarker injiziert und sofort (A) oder nach 1 h (B) fixiert wurden. F-Aktin wurde mit 
Alexa-568-Phalloidin (rot) angefärbt. Weißer Balken: 10 µm. 
C: Quantifizierung der Podosomenbildung. Primäre Makrophagen wurden wie oben beschrieben 
injiziert und in 3 unabhängigen Experimenten je 30 Zellen gezählt. Als Kontrolle dienten Zellen, 
die nur mit Mikroinjektionspuffer injiziert wurden. Die Prozentsätze für injizierte Zellen sind als 
Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. 
 
3.4.2. Transfektion mit verschiedenen Kinesin-Konstrukten 
Die bisherigen Ergebnisse lassen folgende Schlüsse zu: Podosomen werden von 
Mikrotubuli-Plusenden kontaktiert, die Podosomenbildung ist von einer ATP-Hydrolyse 
abhängig, jedoch spielt Dynein keine Rolle. Das konventionelle Kinesin KIF5B hat keinen 
Einfluss auf Podosomen.  
Um ein oder mehrere andere Kinesine zu identifizieren, die bei der Regulation von 
Podosomen beteiligt sein könnten, wurden primäre humane Makrophagen mit 
verschiedenen Kinesin-Konstrukten transfiziert. Es wurden Kinesine ausgeschlossen, die 
gewebespezifisch exprimiert werden oder eine Rolle in der Mitose spielen.  
Src-Kinase ist ein zentraler Regulator der Podosomen (Tarone et al., 1985b; Marchisio et 
al., 1987). Hemmt man die Src-Kinase mit dem spezifischen Inhibitor PP2, werden 
Podosomen reversibel zerstört. Nach einstündiger Inkubation in PP2-freiem Medium 



























































Nach Transfektion der verschiedenen Kinesin-Trunkationskonstrukte, Konstrukte mit 
Punktmutationen oder Volllängenkonstrukte wurden die Podosomen mit PP2 reversibel 
zerstört und eine Stunde ohne PP2 inkubiert und die Makrophagen auf Podosomen 
untersucht. Von den eingesetzten Kinesinkonstrukten zeigten KIF1C und KIF3A/B/KAP3 
einen Einfluss auf die Podosomenbildung (siehe Abb. 3-9). KIF5B-Konstrukte zeigten 














Abb. 3-9. Einfluss der transienten Transfektion mit Kinesin-Konstrukten in primären 
humanen Makrophagen 
7 bis 8 Tage alte primäre humane Makrophagen wurden mit jeweils 2 µg DNA des jeweiligen 
Kinesin- oder KLC-Konstrukts transfiziert, 4, 6 und 8 h inkubiert. Durch 25 µM PP2 wurden die 
Podosomen reversibel zerstört und die Zellen 1 h in PP2-freiem Medium inkubiert. F-Aktin wurde 
mit Alexa586-Phalloidin angefärbt. In 3 unabhängigen Experimenten wurden je 30 Zellen gezählt. 
Als Kontrolle dienten Zellen, die nur mit pEGFP-N1 transfiziert wurden. Die Prozentsätze für 
transfizierte Zellen sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. *: p < 0,05 
 
 
3.4.3. Auswirkungen eines RNAi-induzierten knock-down ausgewählter Kinesine auf die 
Podosomenbildung 
Zur Überprüfung der Ergebnisse der transienten Transfektion von verschiedenen Kinesinen 
(Punkt 3.4.2.) wurde die RNAi-Technologie angewandt (Übersicht bei Tuschl, 2001; 
Hannon, 2002; Tijsterman et al., 2002). RNAi steht für RNA interference und dient dem 
knock-down von Genen auf RNA-Ebene. RNAi ist ein posttranskriptioneller Silencing-
Mechanismus, der bei vielen Organismen von Pflanzen über Pilze bis hin zu Säugern zu 
finden ist. Der Abbau der mRNA eines Zielproteins und die damit verbundene Reduktion 
der Proteinmenge wird durch sogenannte „small interfering RNAs“, kurz siRNAs, von 
21 nt Länge vermittelt. 
Für diejenigen Kinesine, die in 3.4.3. einen Effekt auf die Podosomenbildung zeigten, 
wurden RNAi-Experimente durchgeführt. Als nochmalige Überprüfung wurde KIF5B 
verwendet, da in Punkt 3.4.1. gezeigt wurde, dass es keinen Einfluss auf die Podosomen-
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Projekt des Max-Planck-Institutes für Infektionsbiologie (Berlin) siRNA-Duplex-Moleküle 
entworfen und mittels RT-PCR validiert. Die Validierung per RT-PCR ergab hierbei einen 
knock-down von 84,0% für KIF5B, 90,2% für KIF3A, 85,2% für KAP3A und 97,8% für 
KIF1C. Anschließend wurden primäre humane Makrophagen mit diesen siRNA-Duplex-
Molekülen transfiziert und die Auswirkungen der unterschiedlichen siRNAs auf die 
Podosomenbildung untersucht (siehe Abb. 3-10). Als Kontrollen wurde einerseits pEGFP-
N1 als Kontrolle für einen möglichen Einfluss der Transfektion per se auf die 
Podosomenbildung, andererseits siRNA gegen Luciferase als unspezifische siRNA 
eingesetzt.  
Nur der knock-down von KIF1C zeigte eine deutliche Verringerung des Anteils der 
transfizierten Makrophagen: 40,0% ± 18,0% (24h) bzw. 42,0% ±2,0% (48h) der Zellen 
zeigten Podosomen. Die siRNA-induzierte verminderte Expression von KIF5B, KIF3A, 
KAP3A verringerte den Anteil der Zellen mit Podosomen nur auf 54,4% ± 8,4 (24h, 
KIF5B), 65,6% ±10,7 (48h); 63,3% ± 6,7% (24h KIF3A), 62,2% ± 6,9% (48h); 67,8% ± 
10,2% (24h, KAP3A), 56,7% ± 3,3 % (48h), was im Vergleich zu den Kontrollen mit 
78,0% ±7,9 (24h, GFP), 80,0 ±7,0 (48h) und 74,0% ± 4,0 (24h, Luciferase), 68,0 ±17,0% 
















Abb 3-10. Auswirkungen des siRNA-induzierten knockdowns von ausgewählten Kinesinen 
auf die Podosomenbildung 
7 Tage alte primäre humane Makrophagen wurden mit siRNA transfiziert und 24 und 48 h inku-
biert, als Transfektionsmarker wurde pEGFP-N1 verwendet. F-Aktin wurde mit Alexa586-
Phalloidin gefärbt und in 3 unabhängigen Experimenten je 30 Zellen gezählt. Als Kontrolle dienten 
Zellen, die nur mit pEGFP-N1 bzw. mit siRNA gegen Luciferase transfiziert wurden. Die 
Prozentsätze für transfizierte Zellen sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. 































































3.4.4. Auswirkung von KIF3 auf die Podosomenbildung. 
Transfektionen mit Konstrukten, die für KIF3A/B/KAP3 kodierten, zeigten einen 
schwachen Effekt auf die Podosomenbildung (Punkt 3.4.2.), wohingegen siRNA-induzierte 
verminderte Expression dieser Gene keinen Einfluss auf die Podosomen hatte (Punkt 
3.4.3).Wegen dieser widersprüchlichen Ergebnisse wurde ein eventuell inhibitorisch 
wirkender Antikörper gegen KIF3B, K2.4. (Morris und Scholey, 1997) in primäre humane 
Makrophagen injiziert (siehe Abb. 3-11). Nach Zerstörung der Podosomen durch den 
Injektionsdruck (mit Puffer injizierte Zellen: 22,2% ± 1,5%, anti-KIF3B: 11,8% ± 4,6% 
zum Zeitpunkt 0 h), wiesen nach einstündiger Inkubation 80,0% ± 2,6% der mit Puffer 
injizierten Zellen Podosomen auf, der Anteil der mit inhibitorischem Antikörper gegen 
KIF3B injizierten Zellen mit Podosomen war jedoch mit 78,9% ± 5,1% fast genauso hoch 
wie in den Kontrollzellen.  






















Abb 3-11. Mikroinjektion eines Antikörpers gegen KIF3B 
A, B: 7 Tage alte Primäre humane Makrophagen wurden mit 4 µg/µl anti-KIF3B-Antikörper mit 
Ratten-IgG als Injektionsmarker injiziert und sofort (A) oder nach 1 h (B) fixiert. Weißer Balken: 
10 µm. F-Aktin wurde mit Alexa586-Phalloidin sichtbar gemacht und in 3 unabhängigen 
Experimenten wurde das Vorhandensein von Podosomen in je 30 Zellen untersucht (C). Als 
Kontrolle dienten Zellen, die nur mit Puffer injiziert wurden. Die Prozentsätze für transfizierte 































































3.5.1.Nachweis der Expression von KIF1C in primären humanen Makrophagen 
 
Da der knock-down von KIF1C im Gegensatz zu dem von heterotrimerem Kinesin 
KIF3A/B und auch in den Transfektionsversuchen (siehe Punkte 3.4.2. und 3.4.3.) zu einer 
Verringerung des Anteils von Zellen mit Podosomen geführt hat, wurde der Einfluss dieses 
Kinesins auf die Podosomen im Folgenden genauer charakterisiert.  
Zunächst wurde überprüft, ob KIF1C in primären humanen Makrophagen exprimiert wird. 
Hierzu wurden zwei Ansätze verfolgt: über Reverse Transkriptase-PCR wurde mit 
spezifischen Oligonukleotiden für KIF1C (Dorner et al., 1998) mRNA aus Makrophagen 
in cDNA überführt (siehe Abb. 3-12A), als Kontrolle der vollständigen Entfernung von 
genomischer DNA wurden Oligonukleotide spezifisch für ein Exon im Gen für ß-Aktin 
durchgeführt. Bei vollständigem Verdau der genomischen DNA ergibt sich nur eine Bande 
von 446 bp, da hier ausschließlich gespleißte mRNA in cDNA überführt wurde. Sollte 
noch genomische DNA vorhanden sein, so ergäbe sich eine zusätzliche größere Bande von 
652 bp, da hier noch Introns enthalten sind.  
Das Signal bei 400 bp zeigt, dass KIF1C in primären humanen Makrophagen auf mRNA-
Ebene vorhanden ist.  
 
Als Nachweis und zur Anreicherung des Proteins wurde eine Immunpräzipitation aus 
Makrophagen-Lysat mit einem Antikörper gegen KIF1C durchgeführt. Abb. 3-12B zeigt 
das Signal für KIF1C im Western Blot, KIF1C kann also auch auf Proteinebene 
nachgewiesen werden. 
 
Zur Untersuchung der zellulären Lokalisation von KIF1C wurden die Mikrotubuli in einem 
Makrophagen-Lysat mit Taxol stabilisiert und Kinesine mit dem nicht-hydrolyisierbaren 
ATP-Analogon AMP-PNP irreversibel an die Mikrotubuli gebunden. Abb. 3 12C zeigt die 
Signale für KIF1C und Tubulin in der Sedimentfraktion eines Mikrotubuli-Kosediment-
Versuches im Western Blot. Wie für einen Mikrotubuli-basierten Motor zu erwarten, 
bindet KIF1C an Mikrotubuli und kann mit diesem ko-präzipitiert werden. 
 
Für Live Cell Imaging-Versuche wurde der Vektor pEGFP-KIF1C hergestellt, d.h. an das 
Wildtyp-KIF1C-Gen wurde das Gen für EGFP angefügt. Abb. 3-12D, E, F zeigt einen 
Auschnitt aus der Zellperipherie einer konfokalmikroskopischen Aufnahme eines lebenden 
primären humanen Makrophagen, der mit pEGFP-KIF1C und dem für das +TIP-Protein  
EB1 kodierende Plasmid pmRFP-EB1 transfiziert wurde. GFP-KIF1C lokalisiert deutlich 
an den Spitzen der mit mRFP-EB1 markierten Mikrotubuli-Plusenden. Diese 
vesikelähnlichen Strukturen bewegen sich aktiv entlang der Mikrotubuli. Immun-
fluoreszenzaufnahmen der ventralen Seite von primären humanen Makrophagen, die mit 
pEGFP-KIF1C transfiziert wurden und in denen Tubulin mit anti-b-Tubulin-Antikörper 
sichtbar gemacht wurde, zeigen eine vesikelartige Lokalisation von KIF1C an der 



























Abb. 3-12. KIF1C wird in primären humanen Makrophagen exprimiert und bindet an 
Mikrotubuli 
A: Reverse Transkriptase-PCR-Produkt eines KIF1C-Primerpaars (links), Kontrollreaktion mit 
Primerpaar spezifisch für ein ß-Aktin-Exon. 
B: Immunologischer Nachweis von KIF1C in einer Immunpräzipitation primärer humaner 
Makrophagen mit einem KIF1C-Antikörper, als Kontrolle zur Überprüfung von unspezifischen 
Bindungen an die Protein A-Sepharose-Kugeln wurde Kaninchen-IgG eingesetzt 
C: KIF1C kosedimentiert mit polymerisierten und mit Taxol stabilisierten Mikrotubuli. Durch 
Zugabe von AMP-PNP (4 mM) bindet KIF1C reversibel an Mikrotubuli und kann mit ihnen 
sedimentiert werden. Immunologischer Nachweis von KIF1C bzw. ß-Tubulin in der Überstands- 
bzw. Sedimentfraktion 
D, E, F: Konfokalmikroskopische Momentaufnahmen zur Lokalisation von GFP-KIF1C (grün) 
und mRFP-EB1 (rot) in einem lebenden Makrophagen, gelbe Färbung zeigt die Kolokalisierung an: 
Die Insets geben die Sekunden seit Beginn des Filmes an. Man erkennt, wie sich ein GFP-KIF1C-
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3. Ergebnisse 
 61
3.5.2. KIF1C reguliert Podosomen  
3.5.2.1. Podosomenverhalten bei Einsatz des Wildtyp-Proteins 
Wie die Ergebnisse der Transfektionen mit verschiedenen Kinesin-Konstrukten und die 
RNAi-Versuche zeigten, hat KIF1C einen deutlichen Einfluss auf die Podosomenbildung 
(siehe Punkte 3.4.2. und 3.4.3. Beobachtet man das Verhalten der Podosomen und GFP-
KIF1C in lebenden primären humanen Makrophagen (siehe Abb. 3-13, Film 2), so zeigt 
sich, dass GFP-KIF1C-Vesikel Podosomen kontaktieren und diese Kontakte in Analogie 



























Abb 3-13. KIF1C kontaktiert Podosomen und führt teilweise zu deren Auflösung oder 
Teilung 
A: Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 8 Tage alten lebenden primären humanen 
Makrophagen, der transient mit pEGFP-KIF1C (grün) und pmRFP-Aktin (rot) transfiziert wurde. 
Weißer Balken: 10 µm B, Quantifizierung des Podosomenverhaltens. Sämtliche Podosomen aus 4 
Filmen mit 10 min Länge wurden gezählt und in im Text angegebene Kategorien eingeteilt. Die 
Prozentsätze für die einzelnen Kategorien sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. 
C und D zeigen je eine Sequenz einer Ausschnittsvergrößerung eines bestimmten Zellbereichs aus 
dem Filmmaterial A. In C ist der kurze Kontakt von GFP-KIF1C (grün) mit einem Podosomen 
Precursor Cluster (rot) zu sehen, welcher sich daraufhin in 3 Tochterpodosomen teilt. In D führt der 








































































Die quantitative Auswertung dieser Beobachtung ergab, dass 56% der gesamten 
Podosomen von GFP-KIF1C kontaktiert werden. Hiervon lösen sich 26% ± 8% auf (siehe 
Abb. 3-13B, D, Film 2B), 16% ± 4% der Podosomen teilen sich in 2 oder mehr 
Tochterpodosomen (siehe Abb. 3-13B, C, Film 2A) und 14% ± 4% der kontaktierten 
Podosomen bleiben unverändert. 45% der Podosomen wurden während des 
Beobachtungszeitraumes nicht von GFP-KIF1C kontaktiert, davon teilten sich 7% ± 5%, 
15% ± 5% lösten sich auf und 23% ± 8% zeigten keine Veränderung. Im Vergleich der 
kontaktierten mit nicht-kontaktierten ist zu erkennen, dass die Hälfte der nicht-
kontaktierten Podosomen unverändert blieb, wohingegen dies nur bei einem Viertel der 
von GFP-KIF1C kontaktierten Podosomen der Fall war. Fast die Hälfte aller kontaktierten 
Podosomen löst sich auf, ein Drittel teilt sich in Tochterpodosomen.  
 
Verfolgt man den Weg eines GFP-KIF1C-Vesikels innerhalb einer lebenden Zelle (siehe 
Abb. 3-14), so zeigt sich, dass GFP-KIF1C erst ein Podosom (siehe Abb. 3-14, gelber 
Pfeil: Nr.1) kontaktierte und in den nächsten 42 Sekunden zu einem benachbarten 
Podosom weiterwanderte (siehe Abb. 3-14, gelber Pfeil Nr.2). In den nächsten 30 
Sekunden wanderte das GFP-KIF1C-Vesikel weiter zu einem weiteren Podosom (siehe 
Abb 3-14, gelber Pfeil Nr. 3). GFP-KIF1C scheint zwischen Podosomen zu wandern und 


















Abb. 3-14. GFP-KIF1C kontaktiert mehrere Podosomen nacheinander 
A-I: Konfokalmikroskopische Aufnahmen eines lebenden primären humanen Makrophagen, der 
transient mit pEGFP-KIF1C (grün) und mRFP-Aktin (rot) transfiziert wurde. B-I Zur 
Visualisierung wurde eine GFP-KIF1C-Akkumulation verschiedenfarbig umrandet. Die nachein-
ander kontaktierten drei Podosomen wurden mit gestrichelter Linie umrandet, um die relative 
Position des GFP-KIF1C-Vesikels besser erkennen zu können Die Insets geben die Sekunden seit 
Beginn des Filmes an. A: Die Umrandungen aus B-I wurden in A kopiert, um den Weg des GFP-
KIF1C-Vesikels verfolgen zu können. Die gelben Pfeile zeigen die nacheinander kontaktierten 
Podosomen. Weißer Balken: 1 µm.  
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Vergleicht man die Wechselwirkungen zwischen GFP-CLIP170-markierten Plusenden und 
Podosomen mit denen zwischen GFP-KIF1C und Podosomen, so fällt auf, dass es Bereiche 
unterschiedlichen Verhaltens gibt (siehe Abb. 3-15): GFP-CLIP170 kontaktiert Podosomen 
unabhängig von der Zellregion; GFP-KIF1C lokalisiert vorrangig in der Zellperipherie und 
kontaktiert hauptsächlich nur dort Podosomen. Es besteht anscheinend ein Zusammenhang 
zwischen der unterschiedlichen Podosomendynamik in Abhängigkeit von der Zellregion 






















Abb. 3-15. Podosomen in der Zellperipherie werden von GFP-KIF1C bevorzugt kontaktiert. 
A, B: Konfokalmikroskopische Aufnahme 9 Tage alter lebender primärer humaner Makrophagen, 
die transient mit pmRFP-Aktin und pEGFP-CLIP170 (A) bzw. pEGFP-KIF1C (B) transfiziert 
wurden. Sämtliche Podosomenkontakte während des Beobachtungszeitraumes von 15 min wurden 
mit Hilfe eines auf das Bild gelegten Zählrasters gezählt und die Region je nach Kategorie 





3.5.2.2. Podosomenverhalten bei Fehlen des funktionellen Motors 
3.5.2.2.1 K103A-KIF1C  
Molekulare Motoren können durch Punktmutation des ATP-Bindemotivs GXXXXGKS/T, 
auch Walker-Motiv A genannt, in einen sogenannten Rigor-Zustand versetzt werden, d.h 
sie binden ATP, können aber das gebundene ATP nicht hydrolysieren, so dass sie fest an 
Mikrotubuli binden (Nakata und Hirokawa, 1995). Es wird noch kontrovers diskutiert, 
welche Konsequenzen sich daraus für den mikrotubulibasierten Transport ergibt: bei einer 
ausreichenden Menge an mutiertem Protein könnten sämtliche Wege für Kinesine blockiert 
werden, diese Situation wird auch roadblock genannt.  
0-25 % der Podosomen kontaktiert
51-75 % der Podosomen kontaktiert
26-50 % der Podosomen kontaktiert





Um die Rolle von KIF1C bei der Podosomen-Regulation genauer charakterisieren zu 
können, wurde eine Punktmutation an Position 103 in KIF1C in das Walker-Motiv A 
eingeführt, welche in einer Rigor-Mutante resultieren sollte, d.h. in diesem Fall kann 
KIF1C-K103A ATP zwar binden, aber nicht hydrolysieren, da Lysin 103 durch Alanin 
ersetzt wurde. Primäre humane Makrophagen wurden mit der möglichen Rigor-Mutante 
pEGFP-KIF1C-K103A transfiziert und die Podosomenbildung untersucht. Zur Zerstörung 
der Podosomen wurde PP2 eingesetzt, nur ein geringer Anteil, 2,2% ± 1,5% der Zellen 
wies direkt nach Ende der Inkubation mit PP2 (Zeitpunkt 0 h) Podosomen auf, nach 
einstündiger Inkubation hatten 74,4% ±1,5% der Zellen wieder Podosomen (siehe Abb. 3-
16D, Kontrolle). Über die Hälfte (55,6% ± 7,8%) der mit der KIF1C Rigor-Mutante 
transfizierten Zellen zeigten abnorm große oder verklumpte Podosomen, eine stark 
verringerte Anzahl pro Zelle (unter 20) oder gar keine Podosomen. 44,4% ±7,8% der 





















Abb 3-16. Einfluss einer KIF1C-„Rigor“-Mutante auf Podosomen 
A, B, C: Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 8 Tage alten primären humanen Makrophagen, 
der transient mit der Rigor-Mutante pEGFP-KIF1C-K103A (A, grün) transfiziert wurde, F-Aktin 
wurde mit TRITC-Phalloidin angefärbt (B, rot), C zeigt eine Überlagerung von A und B. Weißer 
Balken: 10 µm D: Transfektion mit GFP-KIF1C-K103A führt zu einer Reduktion der Podo-
somenzahl. Primäre humane Makrophagen wurden mit pEGFP-KIF1C-K103A transfiziert, für 8 h 
inkubiert, anschließend für 1 h mit 25 µM PP2 behandelt und nach 1 h Inkubation in PP2-freiem 
Medium fixiert. Als Kontrolle dienten Zellen, die mit pEGFP-N1 transfiziert wurden. In 3 
unabhängigen Experimenten wurden je 30 Zellen gezählt. Die Prozentsätze für transfizierte Zellen 


































































Auffällig war eine Akkumulation des GFP-Signals am MTOC. Diese Lokalisation des 
GFP-KIF1C am MTOC war in 45,6% ± 14,1% der Zellen mit abnormen/weniger/keinen 
Podosomen zu finden, hingegen nur in 16,7% ± 2,6% der Zellen mit normalen Podosomen. 
Es scheint also eine Korrelation zwischen Lokalisation am MTOC und abnormen 
Podosomen zu bestehen.  
 
Zur Überprüfung, dass sich es hierbei um das MTOC (Microtubule-organizing center) 
handelt, wurde in fixierten Makrophagen g-Tubulin angefärbt, die mit pEGFP-KIF1C-
K103A transfiziert wurden. Abb.3-17 zeigt die Lokalisierung von KIF1C-K103A und g-
Tubulin. In der Überlagerung ist eine Anhäufung von KIF1C-K103A am MTOC zu sehen. 
In Zellen, die GFP stärker exprimierten, war das Signal auch entlang von Mikrotubuli zu 
erkennen. Für ein Rigor-Kinesin wäre eine solche Lokalisation entlang der Mikrotubuli 













Abb. 3-17: GFP-KIF1C-K130A akkumuliert am MTOC. 
Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 8 Tage alten primären humanen Makrophagen, der 
transient mit der Rigor-Mutante pEGFP-KIF1C-K103A (A, grün) transfiziert wurde, das MTOC 
wurde mit einem Antikörper gegen g-Tubulin angefärbt (B, rot), C zeigt eine Überlagerung von A 
und B. Weißer Balken: 10 µm 
 
 
Das Verhalten von Podosomen in mit „Rigor“-Kinesin transfizierten Zellen wurde auch in 
lebenden Makrophagen untersucht. Hier wurden sämtliche Podosomen beobachtet, eine 
Einteilung in kontaktierte und nicht-kontaktierte war nicht möglich, da GFP-Rigor-KIF1C 
nicht an der ventralen Seite der Makrophagen zu finden war, sondern, wie bereits 
beschrieben, in der Nähe des Kerns, bzw. am MTOC. Die Zellen wiesen deutlich generell 
weniger Podosomen auf (siehe Abb 3-16). Im Vergleich mit Zellen, die mit dem GFP- 
Wildtyp-KIF1C transfiziert wurden, (siehe Abb. 3-18), war der Anteil der Podosomen, die 
sich auflösen, fast unverändert: 41,3% ± 3,1% gegen 42,2% ± 6,2%, jedoch war der Anteil 
der sich teilenden Podosomen verringert: 23,3% ± 3.2% im Vergleich zu 11,7% ± 2,4%. 
Der Prozentsatz der unveränderten Podosomen war mit 36,3% ± 1,9% leicht niedriger in 

















Abb 3-18. Einfluss einer KIF1C-Rigor-Mutante auf Podosomen 
Quantifizierung des Podosomenverhaltens in 9 Tage alten lebenden primären humanen 
Makrophagen. Die Makrophagen wurden mit pEGFP-KIF1C-K103A und mRFP-Aktin transfiziert 
und für 18 h inkubiert. Sämtliche Podosomen aus 3 Filmen mit 10 min Länge wurden untersucht 
und in die im Text angegebenen Kategorien eingeteilt. Die Prozentsätze für die einzelnen 
Kategorien sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. 
 
Um einen möglichen Einfluss der K103A-Mutante auf die Mikrotubuli zu untersuchen, 
wurden Live Cell Imaging Experimente mit Makrophagen durchgeführt, die transient mit 
pEGFP-KIF1C-K103A und pDsRed-EB1 transfiziert wurden. KIF1C-K103A lokalisierte 
wie bereits beschrieben im Zentrum der Zellen, das Verhalten der mit DsRed-EB1-
markierten Mikrotubuli-Plusenden unterschied sich nicht von Zellen, die mit pEGFP-
KIF1C, also dem Wildtyp transfiziert wurden.  
 
3.5.2.2.2. knock-down von KIF1C 
Sowohl der knock-down von KIF1C als auch die Überexpression und die Transfektion mit 
pEGFP-KIF1C-Rigor zeigt einen Einfluss auf die Podosomenbildung. Im Folgenden wurde 
nun das Verhalten von Podosomen in lebenden und fixierten humanen primären 
Makrophagen in knock-down-Versuchen beobachtet. Hierzu wurde das Vektor-basierte 
siRNA-System psiSTRIKE eingesetzt. Eine gegen KIF1C gerichtete Zielsequenz wurde in 
den bicistronischen Vektor ligiert, transfizierte Zellen exprimieren außer der Zielsequenz 
zusätzlich GFP. Dies hat gegenüber der Transfektion mit siRNA-Duplex-Molekülen den 
Vorteil, transfizierte Zellen mit Sicherheit identifizieren zu können. Zum Nachweis des 
knock-downs wurden HUVEC eingesetzt, da primäre humane Makrophagen eine zu 
geringe Transfektionseffizienz für eine biochemische Untersuchung aufweisen, um die 
Verringerung des KIF1C-Proteins in transfizierten gegenüber den nicht-transfizierten 
Zellen in der Gesamtproteinfraktion erkennen zu können. Abb. 3-19A zeigt, dass im 
Vergleich zu einer scrambled siRNA-Sequenz das Signal für KIF1C geringer ist. Durch 
den knock-down ist also die Proteinmenge von KIF1C reduziert. 
Auf Einzelzellebene ist eine deutlich geringere Anzahl der Zellen mit Podosomen zu 
beobachten (siehe Abb. 3-19B): nach 24 h Expression weisen nur 32,2% ±3,9% der Zellen 
Podosomen auf, nach 48 h 36,7% ± 5,1%. In Makrophagen, die als Negativkontrolle mit 















































Sequenzen) wurden, haben nach 24 h 68,9% ± 5,9% und nach 48 h 65,6% ± 5,3% der 



























Abb. 3-19: knock-down von endogenem KIF1C verringert die Podosomenzahl 
A: Reduktion von endogenem KIF1C in HUVEC mittels RNAi-Technik. HUVEC wurden mit 
psiSTRIKE mit Targetsequenz gegen KIF1C (Spuren 2, 4) oder mit der scrambled Sequenz 
(Spuren 1, 3) transfiziert und nach 24 bzw. 48 h lysiert. In allen vier Spuren wurden gleiche 
Proteinmengen auf ein 12,5 % SDS-Gel geladen. Die Expression von KIF1C wurde mit anti-
KIF1C-Antikörper nachgewiesen. Der obere Teil der Abbildung zeigt die durch die Targetsequenz 
hervorgerufene Reduktion der Expression. Der untere Teil der Abbildung zeigt anhand der 
Detektion von Aktin mittels anti-Aktin-Antikörper den Einsatz ungefähr gleicher Proteinmengen.  
B: Primäre humane Makrophagen wurden mit psi-STRIKE transfiziert, der eine gegen KIF1C 
gerichtete Zielsequenz enthielt, für 24 h und 48 h inkubiert und F-Aktin mit Alexa568-Phalloidin 
angefärbt. Als Kontrolle dienten Zellen, die mit einer scrambled Zielsequenz transfiziert wurden. 
In 3 unabhängigen Experimenten wurden je 30 Zellen gezählt. Die Prozentsätze für transfizierte 
Zellen sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt. **: p<0.01 
C: Quantifizierung des Podosomenverhaltens in lebenden Makrophagen. Primäre humane 
Makrophagen wurden mit psiSTRIKE mit einer Zielsequenz gegen KIF1C und mRFP-Aktin bzw. 
mit einer scrambled Sequenz transfiziert und für 24 h inkubiert. Sämtliche Podosomen aus 3 
Filmen mit 10 min Länge wurden untersucht (n= 501 für KIF1C und n= 473 für scrambled) und in 
oben angegebene Kategorien eingeteilt. Die Prozentsätze für die einzelnen Kategorien sind als 







































































































































psiSTRIKE -KIF1C 24 h











































































In lebenden Makrophagen ist der Anteil der sich auflösenden Podosomen im Vergleich zu 
mit scrambled-transfizierten Zellen fast gleich: 29,6% ± 9,0 % gegenüber 23, 1% ± 5,0%, 
(siehe Abb. 3-18C), der Anteil sich teilender Podosomen jedoch ist mit 13,8% ± 7,4% 
gegenüber 30,6% ± 10,7% stark verringert, der Anteil der unveränderten Podosomen stieg 
mit 63,0% ± 10,2% im Vergleich zu 42,5% ± 3,9% stark an. Durch den knock-down ist 
demnach der Anteil der Podosomenteilungen verringert. Die Vermutung liegt nahe, dass 





3.5.3. Interaktionspartner Myosin IIA 
Kontakte zwischen KIF1C und Podosomen in lebenden Makrophagen führen in der Hälfte 
der Fälle zu deren Teilung oder Auflösung. Transfektionen einer möglichen Rigor-Mutante 
von KIF1C und knock-down von KIF1C haben eine verminderte oder gestörte Bildung von 
Podosomen in fixierten Zellen zur Folge. Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass KIF1C 
eine Rolle in der Regulation der Podosomen hat, womöglich durch den gezielten Transport 
eines regulatorischen Proteins, der u. U. zur Teilung der Podosomen führt. Es sollten 
deshalb Interaktionspartner für KIF1C gesucht werden. Abb. 3-20A zeigt ein mit 
Silbernitrat gefärbtes SDS-Polyacrylamidgel einer Immunpräzipitation mit pEGFP-KIF1C-
transfizierten HUVEC unter Verwendung eines Antikörpers gegen GFP. Wegen der 
geringen Transfektionseffizienz in Makrophagen musste hier auf HUVEC ausgewichen 
werden, die auch Podosomen bilden (Osiak et al, 2005). Als Kontrolle für unspezifische 
Bindungen an GFP bzw. den GFP-Antikörper wurden Zellen verwendet, die mit dem 
Leervektor pEGFP-N1 transfiziert wurden. Es wurden Proteinsignale ausgewählt, die nicht 
in der GFP-Kontrolle der Immunpräzipititation auf dem Gel zu sehen waren und mittels 
Massenspektrometrie charakterisiert. Ein Proteinsignal mit einer molekularen Masse von 
ca. 230 kD wurde als Myosin IIA identifiziert. Diese Interaktion konnte in 
Immunpräzipitationen primärer humaner Makrophagen mit endogenem KIF1C bzw. 
Myosin IIA mit Antikörper gegen KIF1C bzw. Myosin IIA bestätigt werden. (siehe Abb. 
3-20B). Sowohl in Immunpräzipitationen mit einem Antikörper gegen KIF1C konnte 
Myosin kopräzipitiert werden als auch KIF1C in Immunpräzipitationen mit Antikörper 













































Abb. 3-20. KIF1C bindet Myosin IIA 
A: Silberfärbung eines SDS-Polyacrylamidgels, auf das ein Aliquot der GFP-Immunpräzipitation 
aufgetragen wurde. HUVEC wurden transient mit pEGFP-KIF1C transfiziert, 24 h inkubiert und 
eine Immunpräzipitation gegen GFP durchgeführt. Als Kontrolle dienten Zellen, die mit pEGFP-
N1 transfiziert wurden. Ausgewählte Banden wurden mit Hilfe von MALDI-TOF identifiziert. Der 
Pfeil weist auf eine Proteinbande, die als Nicht-Muskel-Myosin IIA identifiziert wurde. B: 
Immunologischer Nachweis von KIF1C und Myosin IIA in Immunpräzipitationen mit Antikörpern 
gegen KIF1C und Myosin IIA, als Kontrolle wurden Lysate ohne Antikörperzugabe verwendet. C: 
Immunologischer Nachweis von Myosin IIA in GST-pull-down-Versuchen mit GST-Domänen von 
KIF1C. Als Kontrolle wurde GST eingesetzt, GST-U umfasst die Unc104-Domäne von KIF1C, 
GST-P die PTPD1-Domäne. D: Schematische Darstellung der Domänenstruktur von KIF1C. 1 
bezeichnet den N-Terminus, 1103 den C-Terminus, P: P-loop, UD: Unc-104-Domäne, PTPD: 





































































































Weiterhin wurden GST-pull-downs mit primären humane Makrophagen mit drei unter-
schiedlichen Domänen von KIF1C durchgeführt (Abb. 3-20C): bei Einsatz der Unc-104-
Domäne (Aminosäuren 441-623) und der 14-3-3-Bindenden Domäne (Aminosäuren 970-
1103) ergaben keine Signale im Western Blot für Myosin IIA, jedoch bei Verwendung der 
PTPD1-bindenden Domäne (Aminosäuren 713-811) von KIF1C. KIF1C enthält also eine 
Bindestelle für MyosinIIA, diese konnte auf diese Domäne eingeschränkt werden.  
 
Da Myosin und KIF1C miteinander interagieren, wurde untersucht, ob beide Proteine in 
Makrophagen kolokalisieren. Dazu wurden primäre humane Makrophagen mit pEGFP-
KIF1C transfiziert und Myosin mit anti-Myosin IIA-Antikörper sichtbar gemacht. Eine 
Färbung des endogenen KIF1C war leider nicht möglich, da sowohl der Antikörper gegen 
KIF1C als auch gegen Myosin aus der gleichen Tierspezies stammte und somit eine 
unterschiedliche Färbung unmöglich war. GFP-KIF1C ist vorrangig, wie bereits zuvor 
berichtet, an der Zellperipherie angereichert. Myosin IIA zeigt generell eine bevorzugte 
Lokalisierung an der Zellperipherie in perlschnurartigen Fasern, die senkrecht zum 
Zellrand verlaufen. An Bereichen hoher GFP-KIF1C- und Myosin IIA-Dichte liegt zudem 






















Abb. 3-21. GFP-KIF1C und Myosin sind an der Zellperipherie an der Substratanheftungs-
ebene angereichert 
A-F: Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 8 Tage alten primären humanen Makrophagen, der 
mit pEGFP-KIF1C transient transfiziert wurde (A, C, D, F, grün), Myosin IIA wurde mit Myosin 
IIA-Antikörper sichtbar gemacht (B, C, E, F, rot); C: Überlagerung aus A und B, in gelb ist die 









GFP-KIF1C Myosin IIA Überlagerung
3. Ergebnisse 
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Abb. 3-22 zeigt die Lokalisierung von Myosin IIA und Aktin an der Substratanheftungs-
ebene. Myosin IIA ist an und zwischen den Podosomen verteilt. Myosin IIA scheint 















Abb. 3-22. Myosin verbindet Podosomen, GFP-KIF1C kolokalisiert partiell mit Myosin und 
Aktin  
A-C: Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 8 Tage alten primären humanen Makrophagen, 
Myosin IIA wurde mit anti-Myosin IIA-Antikörper sichtbar gemacht (A, C,  rot) und F-Aktin  mit 
Alexa-568-Phalloidin (B, C rot)  angefärbt. C: Überlagerung von A und B, Weißer Balken: 1µm 
 
 
Es wurde im Folgenden untersucht, ob die Interaktion zwischen KIF1C und Myosin IIA 
eine funktionelle Rolle in der Regulation der Podosomen spielt. Hierzu wurde die 
gereinigte GST-PTPD1-Bindende Domäne von KIF1C als potentiell inhibitorisches Peptid 
der MyosinIIA-KIF1C-Interaktion in primäre humane Makrophagen injiziert, als Kontrolle 
diente die Injektion von gereinigtem GST. Mit GST-PTPD1-Bindedomäne injizierte Zellen 
zeigten oftmals gestörte Podosomenbildung: große unförmige Aktinklumpen (siehe Abb. 
3-23B) oder eine verringerte Anzahl an Podosomen pro Zelle (unter 30) im Vergleich zur 
Kontrolle (siehe Abb. 3-23A). Diese gestörte Podosomenbildung zeigte eine 
Dosisabhängigkeit: in 28,9% ± 5,97% der mit 1 µg/µl Protein transfizierten Zellen (siehe 
Abb. 3-23C), in 36,7% ± 3,0% der mit 2 µg/µl und in 53,3% ± 5,1% der mit 3 µg/µl 
injizierten Makrophagen wies keine Podosomen mehr auf. Der Anteil normaler 
Podosomen war ebenso umso stärker verringert, je mehr Protein injiziert wurde: 34,4% ± 
1,5% bei 1 µg/µl, 30,0% ± 7,3% bei 2 µg/µl und 17,8% ± 1,5% bei 3 µg/µl. Die Injektion 
der PTPD1-bindenen Domäne von KIF1C, an die Myosin IIA bindet, führt also zu einer 


































Abb 3-23. Hemmung von Myosin IIA durch Injektion der PTPD1-Bindedomäne (PBD) von 
KIF1C verringert die Anzahl der Podosomen 
A, B, C: Mikroinjektion von GST-PTPD1-Bindedomäne. 
A und B: Konfokalmikroskopische Aufnahme 8 Tage alter primärer humaner Makrophagen, die 
mit 1, 2 bzw. 3 µg/µl gereinigter GST-PTPDI-Bindedomäne von KIF1C mit Ratten-IgG als 
Injektionsmarker (grün) injiziert und 1h nach Injektion fixiert wurden. F-Aktin wurde mit 
Alexa568-Phalloidin sichtbar gemacht. Als Kontrolle dienten Zellen, die mit 0,5 µg/µl GST 
injiziert wurden 
C: Quantifizierung der Podosomenbildung. In 3 unabhängigen Experimenten wurden je 30 Zellen 
gezählt. Die Prozentsätze für transfizierte Zellen sind als Mittelwerte ± Standardabweichung dar-
gestellt. 
 
Um die Beteiligung von Myosin an der Podosomenregulation zu untersuchen, wurde im 
Folgenden ein Myosin-Inhbitor eingesetzt. Das zellgängige (S)-Blebbistatin oder (-)-1-
Phenyl-1,2,3,4-Tetrahydro-4-Hydroxypyrrollo-[2,3-b]-7-Methylquinolin-4-on inhibiert 
spezifisch Nicht-Muskel-Myosin II (Straight et al., 2003; Kovacs et al., 2004; 
Ramamurthy et al., 2004). Primäre humane Makrophagen wurden jeweils 30 min in 
blebbistatinhaltigem Medium in der angegebenen Konzentration inkubiert und 
anschließend direkt fixiert, das F-Aktinzytoskelett mit Alexa568-Phalloidin angefärbt und 
die Zellen auf Podosomen untersucht. Als Kontrolle wurden sowohl unbehandelte Zellen 
als auch Makrophagen verwendet, denen 1% DMSO zum Medium gegeben wurde, da 






























































Podosomenanzahl ist in der unbehandelten Kontrolle mit 84,4% ± 6,5% kaum höher als in 
der Kontrolle mit 1% DMSO (80,0% ± 9,2%), DMSO hat in der eingesetzten 
Konzentration keinen Einfluss auf die Podosomenbildung. Bei Einsatz des Myosinin-
hibitors konnte eine dosisabhängige Verringerung der Podosomenanzahl beobachtet 
werden. (siehe Abb. 3-24D). Beträgt bei 10 µM Blebbistatin der Anteil podosomenhaltiger 
Zellen noch 65,5% ± 3,9%, so liegt er bei 25 µM Blebbistatin nur noch 51,1% ± 7,8%. Bei 
Verwendung von 30 µM Blebbistatin weisen noch 31, 1% ±  3,9% der Makrophagen 
Podosomen auf, bei 40 µM Blebbistatin sinkt der Anteil der Zellen mit Podosomen auf 
























Abb. 3-24. Hemmung von Myosin IIA durch Blebbistatin in fixierten Zellen verringert die 
Anzahl der Podosomen  
A-C: Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 7 Tage alten primären humanen Makrophagen,der 
für 30 min in 30 µM Blebbistatin inkubiert wurde. Myosin IIA wurde mit anti-Myosin IIA-
Antikörper sichtbar gemacht (A, grün), F-Aktin wurde mit Alexa568-Phalloidin angefärbt (B, rot), 
C: Überlagerung von A und B Weißer Balken: 10 µm D: Quantifizierung der Podosomenbildung. 
Primäre humane Makrophagen wurden für jeweils 30 min mit Blebbistatin in der angegebenen 
Konzentration inkubiert, fixiert und das F-Aktinzytoskelett angefärbt. In 3 unabhängigen 
Experimenten wurden je 30 Zellen gezählt. Die Prozentsätze für Zellen mit Podosomen sind als 
Mittelwerte ± Standardabweichung dargestellt 
E: Konfokalmikroskopische Aufnahme eines 8 Tage alten primären humanen Makrophagen, der 
mit 40 µM Blebbistatin behandelt wurde und dessen Mikrotubuli-Skelett mit anti-ß-Tubulin-






















































Ab einer Konzentration von 30 µM liegen die Podosomen in den Zellen, die noch 
Podosomen aufweisen, fast ausschließlich in der Mitte der Zellen (siehe Abb. 3-24B). 
Podosomen in der Zellperipherie sind kaum vorhanden oder sind deutlich kleiner. 
Betrachtet man hierzu die Lokalisation von Myosin IIA (Abb. 3-24A, C), so fällt auf, dass 
das Myosin IIA hauptsächlich an der Zellperipherie zu finden ist, wo die Podosomendichte 
stark verringert ist. Auffällig ist zudem eine starke Akkumulation des Myosin IIA am 
Zellrand.  
 
In Analogie zu den Experimenten mit RNAi und mit der Rigor-Mutante GFP-KIF1C-
K103A wurden Live Cell Imaging Experimente durchgeführt: primäre humane 
Makrophagen wurden mit pmRFP-Aktin transfiziert und jeweils zu Beginn der Aufnahmen 
40 µM Blebbistatin gegeben. Innerhalb von 5 min trat der Effekt ein: die Podosomen 
teilten sich kaum noch, die Mehrzahl der Podosomen löste sich auf, bis nur noch eine 



















Abb. 3-25: Hemmung von Myosin IIA durch Blebbistatin in lebenden Zellen führt zur 
Auflösung von Podosomen  
9 Tage alte primäre humane Makrophagen wurden transient mit pmRFP-Aktin transfiziert, für 24 h 
inkubiert und zu Beginn der konfokalmikroskopischen Aufnahmen jeweils 40 µM Blebbistatin 
zugegeben. A: Makrophage zum Zeitpunkt der Blebbistatinzugabe, B: Makrophage 817 Sekunden 
nach Blebbistatinzugabe. Fast alle Podosomen haben sich aufgelöst. Weißer Balken: 10 µm C: 
Quantifizierung des Podosomenverhaltens. Sämtliche Podosomen aus 3 Filmen mit 10 min Länge 
wurden untersucht und in oben angegebene Kategorien eingeteilt. Die Prozentsätze für die 






















































Eine quantitative Auswertung ergab, dass der Anteil sich auflösender Podosomen deutlich 
erhöht war: von den 903 beobachteten Podosomen aus 3 Zellen lösten sich 74,5% ± 10,1% 
auf, im Vergleich zu 41,3% ± 3,1% zu unbehandelten Zellen. Der Anteil der sich teilenden 
Podosomen liegt mit 10,4% ± 6,0% weit unter dem Wert der unbehandelten Zellen: 23,3 % 
± 2,2%. Auch der Anteil sich nicht verändernder Podosomen beträgt nur noch 14,9% ± 
9,0%, in unbehandelten Zellen bleiben 36,3 % ± 1,9% unverändert. Eine Hemmung von 
Myosin IIA hat demnach ähnliche Auswirkungen wie eine Depletion von KIF1C oder der 
Einsatz der Rigor-Mutante KIF1C-K103A. Auch dies ist ein Hinweis auf eine funktionelle 
Wechselwirkung zwischen Myosin IIA und KIF1C. 
 
Der Einfluss der Myosinhemmung auf die Wechselwirkungen zwischen GFP-KIF1C bzw. 
GFP-CLIP170 und Podosomen konnte nicht untersucht werden. Experimente mit lebenden 
Zellen, die transient mit pEGFP-KIF1C bzw GFP-CLIP170 und pmRFP-Aktin transfiziert 
wurden, zeigten, dass nach Zugabe des Myosin-Inhibitors Blebbistatin weder GFP-
CLIP170-markierte Mikrotubuli-Plusenden noch GFP-KIF1C in der Ebene der 
Substratanheftung lokalisierten. Es besteht die Möglichkeit, dass der Inhibitor einen 
Einfluss auf die Mikrotubuli hat, wenngleich in der Literatur solche Effekte nicht 
beschrieben wurden (Pielak et al., 2003). Hierzu wurde das Tubulinzytoskelett und das F-
Aktinzytoskelett fixierter Makrophagen, die mit 40 µM Blebbistatin behandelt wurden, 
angefärbt und untersucht. Die Mikrotubuli unterschieden sich nicht von den unbehandelten 
Kontrollzellen. Abb. 3-24E zeigt ein Beispiel eines primären humanen Makrophagen, der 
keine Podosomen mehr aufweist, dessen Mikrotubuli jedoch eine normale Morphologie 





















4.1. Die Regulation von Podosomen durch Mikrotubuli 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde die Regulation von Podosomen durch 
Mikrotubuli in primären humanen Makrophagen untersucht. Wie konfokale Immun-
fluoreszenzaufnahmen aus dem eigenen Labor zeigten, befinden sich Mikrotubuli und 
Podosomen in der Substratanheftungsebene in großer räumlicher Nähe zueinander (Linder 
et al., 2000b). Dies konnte in elektronenmikroskopischen Aufnahmen detergens-
extrahierter Mausmakrophagen bestätigt werden (Evans et al. 2003). Es besteht aber auch 
ein funktioneller Zusammenhang zwischen Podosomen und Mikrotubuli: nach Zerstörung 
oder Stabilisierung des Mikrotubuli-Skeletts werden keine Podosomen mehr gebildet. 
Dieser Einfluss scheint allerdings einseitig zu sein, denn Zerstörung der Podosomen durch 
Aktin-depolymerisierende Agentien hat keinen Effekt auf die Mikrotubuli (Linder et al., 
2000b). Allerdings wurde bei diesen Experimenten nicht die Podosomendynamik in 
lebenden Makrophagen untersucht, sondern nur fixierte Präparate analysiert. Deswegen 
war ein Ziel dieser Arbeit, das Verhalten der Podosomen im zellulären Kontext im 
Zusammenspiel mit Mikrotubuli darzustellen. Hierbei konnte gezeigt werden, dass 
Mikrotubuli-Plusenden, die mit GFP-CLIP170 sichtbar gemacht wurden, die Mehrheit der 
Podosomen kontaktieren und diese Kontakte unterschiedliche Reaktionen zur Folge haben: 
jeweils ein Drittel der Podosomen teilt sich in zwei oder mehrere Podosomen oder löst sich 
nach Kontakt auf, ein Drittel bleibt unverändert (Abb. 3-1). Im Gegensatz dazu bleiben bei 
den nicht-kontaktierten Podosomen zwei Drittel unverändert. Es besteht demnach eine 
deutliche Beziehung zwischen Mikrotubuli und Podosomendynamik. Die direkte 
Interaktion in lebenden Zellen zwischen beiden Strukturen wurde hier zum ersten Mal 
gezeigt. Zudem konnte ein regionaler Unterschied in der Dynamik der Podosomen 
beobachtet werden: Podosomen in der Zellperipherie zeigen vorwiegend dynamisches 
Verhalten d.h. sie teilen sich oder lösen sich auf, während die Podosomen in der Zellmitte 
statisch bleiben.  
 
In Mausmakrophagen konnte ebenfalls eine Regulation der Podosomen durch Mikrotubuli 
gezeigt werden. Die Ergebnisse wurden von Evans et al in einem Modell zusammengefasst 
(siehe Abb. 4.1): Podosomen entstehen de novo, nehmen an Größe zu und bilden 
sogenannte Podosomen-Vorläufer-Komplexe. Diese teilen sich in drei bis fünf kleinere 
Podosomen. Der Vorgang ist reversibel, d.h. einzelne Tochterpodosomen können auch 
wieder fusionieren. Für die de novo-Assemblierung der Podosomen ist kein intaktes 
Mikrotubuli-Zytoskelett nötig, während hingegen die Teilungs- und Fusionsraten der 
Podosomen-Vorläufer-Komplexe von Mikrotubuli abhängig sind (Evans et al., 2003). 
Diese Beobachtung konnte in der vorliegenden Arbeit bestätigt werden: über 80% der 
Podosomen in lebenden primären humanen Makrophagen wurden nicht nur von 
Mikrotubuli-Plusenden kontaktiert, diese enge Korrelation zwischen Kontakt und Dynamik 
hatte außerdem die Teilung der Podosomen in zwei oder drei Podosomen oder auch die 
Auflösung zur Folge. Dies widerspricht dem Modell von Evans, in dem die Podosomen-
Auflösung unabhängig von Mikrotubuli ist. Jedoch führen auch bei fokalen Adhäsionen 
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Kontakte durch Mikrotubuli zur Auflösung dieser Anheftungsstrukturen (Kaverina et al, 
1999). De novo-Assemblierung und Fusionsvorgänge wurden in humanen Makrophagen 
nur mit sehr geringer Häufigkeit beobachtet (unter 0,1%). Die beschriebenen Unterschiede 
ergeben sich vermutlich aus den verschiedenen experimentellen Bedingungen: Das Modell 
von Evans et al. wurde mit Hilfe von 4D-Kymographen unter Verwendung von Software 
wie NeuronTracer und Imaris3 erstellt, womit jedoch im Gegensatz zu den Daten aus 
dieser Arbeit keine direkten Interaktionen zwischen Mikrotubuli und Podosomen ermittelt 
werden konnten, da nur F-Aktin dargestellt wurde. Der Einfluss der Mikrotubuli wurde 
durch Einsatz von stabilisierenden oder destabilisierenden Agentien wie Colchicin oder 
Taxol ermittelt, also nur indirekt gemessen. Im Gegensatz dazu wurden die Daten in der 
vorliegenden Arbeit ohne Verwendung von Tracking-Software ermittelt. Dabei wurden die 
direkten Interaktionen zwischen Mikrotubuli und Podosomen als Grundlage genommen. 
Die Arbeiten von Evans und Mitarbeitern wurden mit polarisierten Makrophagen 
durchgeführt, während hingegen in der vorliegenden Arbeit ruhende Zellen verwendet 
wurden. Wohl aus diesem Grunde wurden hier kaum de novo-Assemblierungsvorgänge 
beobachtet. Größtenteils wurde das von Evans aufgestellte Modell jedoch bestätigt: 
Mikrotubuli beeinflussen die Lebensdauer der Podosomen, da Kontakte zwischen 
Mikrotubuli und Podosomen zu deren Teilung aus Podosomen-Precursor-Komplexen in 
kleinere Tochterpodosomen führen. Der mögliche Einfluss der Mikrotubuli, der bei Evans 
nur durch modulierende Substanzen ermittelt wurde, konnte durch die direkte Beobachtung 
von Mikrotubuli-Plusenden und Podosomen in lebenden Makrophagen bestätigt und 
präzisiert werden (siehe Modell in Abb. 4-1). 
Hinsichtlich der Regulation von Podosomen sind bereits Daten für die in der vorliegenden 
Arbeit analysierten Interaktionen zwischen Aktin- und Mikrotubuli-Zytoskelett bekannt: in 
Osteoklasten wird der charakteristische periphere Podosomenring im Gegensatz zu fokalen 
Adhäsionen durch Mikrotubuli jedoch stabilisiert (Babb et al., 1997; Destaing et al., 2003). 
RhoA aktiviert das Adaptorprotein mDia2, welches wiederum die Histondeacetylase 6 
(HDAC6) aktiviert. Dadurch kommt es zu einer verringerten Acetylierung von 
Mikrotubuli, was eine verminderte Stabilität dieser Polymere zur Folge hat. Umgekehrt 
führt eine Verminderung der RhoA-Aktivität zu einer Hyperacetylierung der Mikrotubuli 
und einer erhöhten Stabilität von Podosomen (Destaing et al., 2003). Ein dynamisches 
Mikrotubuli-Zytoskelett reguliert demnach auch Podosomen in Osteoklasten, Modu-























Abb. 4-1. Vergleich der Modelle für Podosomenassemblierung nach Evans et al. (links) und 
der vorliegenden Arbeit (rechts) 
links: Am Vorderende der Lamellipodiums assembliert ein Podosom de novo und zerfällt in einem 
von Mikrotubuli unabhängigen Prozess. Die Podosomen-Lebensdauer kann in Abhängigkeit von 
Mikrotubuli verlängert werden durch Teilung in Tochterpodosomen, Fusion mit anderen 
Podosomen oder Größenzunahme zu einem sogenannten Podosomen-Vorläufer-Komplex (PCP: 
Podosome-Complex-Precursor), der wiederum in einen Tochter-Cluster zerfällt. (Evans et al., 
2003) 
rechts: In ruhenden Makrophagen bleiben Podosomen nach Kontakt durch Mikrotubuli entweder 
unverändert, lösen sich auf oder wachsen zu Podosomen-Vorläufer-Komplexen heran, die später in 
Tochterpodosomen zerfallen. Auch die Auflösung ist ein Mikrotubuli-abhängiger Prozess. 
Fusionsvorgänge und de novo-Assemblierung wurden in der vorliegenden Arbeit nur mit sehr 
geringer Häufigkeit beobachtet und wurden deshalb nicht dargestellt.  
 
Zur Regulation von anderen Adhäsionsstrukturen durch Mikrotubuli existieren bereits 
Daten: auch bei fokalen Adhäsionen existieren direkte Interaktionen zwischen Mikrotubuli 
und Adhäsionsstruktur. Mikrotubuli kontaktierten die fokalen Adhäsionen mehrfach, 
jedoch ist in diesem Fall die Regulation eine gänzlich andere: Untersuchungen mit Mikro-
tubuli-Inhibitoren zeigten, dass die fokalen Adhäsionen nicht nur die Mikrotubulienden 
halten, sondern sie auch gegenüber Nocodazol-induzierter Depolymerisierung stabilisieren 
können und als Polymerisationnuklei fungieren (Kaverina et al., 1998). Die Kontakte 
führten zur Auflösung der fokalen Adhäsionen, während hingegen bei einer Hemmung der 
Kontakte durch das Mikrotubuli-stabilisierende Agens Taxol die Adhäsionen sich 
vergrößerten (Kaverina et al., 1999). Die Regulation von Podosomen und fokalen 
Adhäsionen unterscheiden sich demnach grundlegend; während Podosomen durch 
Mikrotubuli sowohl positiv (Teilung) als auch negativ (Auflösung) kontrolliert werden, 
führen Mikrotubuli-Kontakte an fokalen Adhäsionen stets zu deren Auflösung. Dies ist ein 
weiterer Unterschied zwischen diesen Adhäsionsstrukturen, der bislang noch unbekannt 
war, da die vergleichenden Daten zur direkten Interaktion der Podosomen und Mikrotubuli 
erst durch die vorliegende Arbeit ermittelt wurden.  
Für die Dynamik von fokalen Adhäsionen hingegen liegt schon eine Vielzahl von Daten 





















konnten: In Fibroblasten führt die Zerstörung des Mikrotubuli-Zytoskeletts über die 
Aktivierung der kleinen GTPase Rho zur Bildung und Vergrößerung von Stressfasern und 
fokalen Adhäsionen (Lloyd et al., 1977; Bershadsky et al., 1996; Enomoto, 1996) und zu 
einer Erhöhung der Aktomyosinkontraktilität (Danowski, 1989). Dies geschieht über die 
RhoA-Effektoren Rho-Kinase, die die Kontraktilität durch Phosphorylierung der 
regulatorischen Leichten Myosinkette (Ridley, 2001) erhöht und dem Formin mDia, 
welches nicht nur zur Bündelung von Aktinfasern (Pruyne et al, 2002, Sagot et al, 2002), 
sondern auch zur Stabilisierung von Mikrotubuli beiträgt (Palazzo et al, 2002). Eine 
mögliche Erklärung für diese Daten bietet das sog. „Tensegrity Model“, in dem durch das 
Aktomyosinsystem eine Zugbelastung generiert wird, die gegen steife Mikrotubuli-„Seile“ 
wirkt (Ingber, 2003a; Ingber, 2003b). 
 
Insgesamt gesehen stehen die Daten dieser Arbeit im Einklang mit den Arbeiten zum 
Einfluss von Mikrotubuli auf Podosomen von Evans (Evans et al, 2003), Destaing 
(Destaing et al, 2003), Linder (Linder et al, 2000) und Babb (Babb et al, 1997). Jede 
Manipulation des Mikrotubuli-Zytoskeletts hat ein verändertes Podosomenverhalten zur 
Folge. In dieser Arbeit konnte zudem bestätigt werden, dass Mikrotubuli und Podosomen 
direkt miteinander interagieren. Es wurde gezeigt, dass diese Kontakte zwischen beiden die 
Podosomendynamik beeinflussen, indem sie zur Teilung oder Auflösung dieser 
Adhäsionsstrukturen führen. Die Beobachtung der regionalen Unterschiede in der 
Dynamik der Podosomen stimmt ebenfalls mit den Daten von Babb und Evans überein, die 
eine enge räumliche Nähe zwischen Mikrotubuli und Podosomen an der Zellperipherie 
(Babb et al, 1997) bzw. eine hohe Dynamik am Vorderende des Lamellipodiums (Evans et 
al, 2003) zeigen konnten.  
 
4.2. Regulation der Podosomen durch KIF1C  
Die Regulation der Podosomen durch Mikrotubuli ließ vermuten, dass ein aktiver 
Transportmechanismus eine Rolle spielt. Alle bekannten Podosomenregulatoren weisen 
jedoch selbst keine Motoraktivität auf, so dass die Beteiligung eines molekularen 
Motorproteins denkbar ist. Molekulare Motoren setzen chemische Energie in Form von 
ATP in mechanische Arbeit um. Deswegen wurde zunächst die Abhängigkeit der 
Podosomenbildung von einer ATP-Hydrolyse untersucht und bei Einsatz des nicht-
hydrolysierbaren ATP-Homologs AMP-PNP eine Verringerung der podosomenhaltigen 
Zellen festgestellt (Abb. 3-3). Dies ist allerdings nur ein erster Hinweis, da eine Vielzahl 
von Vorgängen in der Zelle unter ATP-Verbrauch ablaufen.  
Kinesine sind Mikrotubuli-basierte Motoren, die sich in Richtung der Plusenden bewegen. 
Da die Podosomendynamik durch Mikrotubuli-Plusenden reguliert wird, wurde versucht, 
ein Kinesin mit Beteiligung an der Podosomenregulation zu identifizieren. Dazu wurden 
verschiedene Wildtyp- und mutierte Konstrukte von schweren und leichten Kinesinketten 
eingesetzt (Abb. 3-9) und knock-down-Versuche mit RNAi durchgeführt (Abb 3-10). Von 
allen untersuchten Kinesinen hatte jedoch nur KIF1C sowohl in den Transfektions-
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versuchen mit Wildtyp- und mutierten Konstrukten als auch in den knock-down-Versuchen 
einen Einfluss auf die Podosomenbildung.  
GFP-KIF1C reicherte sich nicht nur an den Mikrotubuli-Plusenden an, sondern lokalisierte 
hauptsächlich an der Zellperipherie in der Substratanheftungsebene. Dort findet man 
hauptsächlich dynamische Podosomen, die sich teilen oder auflösen. Dieser Befund 
korreliert gut mit einer Beeinflussung der Podosomendynamik durch KIF1C. 
Ähnlich zu der Regulation durch Mikrotubuli wurde ca. die Hälfte der Podosomen von 
KIF1C-vesikelartigen Strukturen kontaktiert (Abb. 3-13). Im Gegensatz dazu wurden über 
80% der Podosomen von Mikrotubuli-Plusenden kontaktiert. GFP-KIF1C ist nur an einer 
Subpopulation von Mikrotubuli zu finden und kontaktiert vornehmlich die dynamischen 
Podosomen in der Zellperipherie.  
Auch nach Kontakt mit GFP-KIF1C verteilen sich hier die Reaktionen Auflösung, Teilung 
bzw. keine Reaktion der Podosomen nach Kontakt auf jeweils ca. ein Drittel. Bei Einsatz 
der im P-loop mutierten katalytisch inaktiven Mutante KIF1C-K130A sinkt jedoch wie bei 
siRNA-induziertem knock-down von KIF1C der Anteil der sich teilenden Podosomen 
während der Anteil sich auflösender Podosomen konstant bleibt (Abb. 3-18). Dies lässt 
vermuten, dass Kontakte zwischen KIF1C und Podosomen zur Teilung dieser in zwei oder 
mehrere Tochterpodosomen führt. Dies erklärt auch die Verminderung der Podosomen-
haltigen Zellen in den Versuchen mit fixierten Proben nach knock-down von KIF1C (Abb. 
3-19): es werden noch Podosomen de novo gebildet, die Teilung bleibt jedoch aus bei einer 
unveränderten Auflösungsrate, so dass netto nur noch deutlich weniger bzw. bei 
Überwiegen der Auflösung gar keine Podosomen mehr in den Zellen vorliegen. Fixierte 
Proben, die zuvor mit der Mutante KIF1C-K103A transfiziert wurden, zeigen das gleiche 
Verhalten (Abb. 3-19).  
Demnach konnte KIF1C in der vorliegenden Arbeit nicht nur als Motor mit Einfluss auf 
die Podosomenregulation identifiziert werden, sondern ihm konnte außerdem noch eine 
Rolle bei der Regulation der Podosomenteilung zugeschrieben werden. KIF1C transportiert 
möglicherweise einen (oder mehrere) Podosomenregulator(en), der (die) zur Teilung aus 
Podosomen-Vorläufer-Komplexen in Tochterpodosomen führt.  
Dies stellt einen weiteren, bislang unbekannten Unterschied zu der Regulation der fokalen 
Adhäsionen dar: Hier konnte eine Beteiligung des konventionllen Kinesins KIF5B gezeigt 
werden, das womöglich regulatorische Faktoren zu den fokalen Adhäsionen transportiert, 
die zur Auflösung derselben führen (Krylyshkina et al., 2002). In der Podosomenregulation 
hat jedoch KIF5B keinen Einfluss, wie mit mehreren unterschiedlichen Versuchsansätzen, 
wie Mikroinjektion eines inhibitorischen Antikörpers und Transfektion verschiedener 
Wildtyp und mutierter Konstrukte von KIF5 und der leichten Ketten gezeigt werden 
konnte (Abb. 3-7, 3-8, 3-9, 3-10). 
 
Zum Kinesin KIF1C selbst existieren bislang nicht viele Erkenntnisse. Es wurde mittels 
Yeast Two Hybrid-Screen einer cDNA-Bank aus humanen Skelettmuskelzellen mit der 
Ezrindomäne der Proteintyrosinphosphatase PTPD1 als Köder identifiziert (Dorner et al. 
1998). Das 1103 Aminosäuren umfassende KIF1C besitzt eine N-terminale Motordomäne 
4. Diskussion 
 81
mit einem ATP-bindenden P-loop (AS 97-104) und eine für alle Kinesine typische 
Motordomänensignatur (AS 242-253) mit Mikrotubuli-Bindestelle gefolgt von einer U104-
Domäne und bindet an seine Fracht wahrscheinlich über C-terminale Sequenzen. Der 















Abb. 4-1. Domänenstruktur von KIF1C  
Schematische Darstellung der Domänen von KIF1C. Konservierte Domänen: P-loop (ockerfarben), 
Motordomänensignatur (blau), U104-Domäne (grün), PTPD1-Bindedomäne (rot) und 14-3-3-
Proteinbinderegion (orange). Die hellblauen Kästchen geben die potentiellen coiled-coil-Sequenzen 
dar. Die Ziffern geben die jeweiligen Aminosäuren der Domänen an, für die 14-3-3-
Proteinbinderegion wurden diese nicht ermittelt.  
 
KIF1C ist in Maus Fibroblasten (293, NIH3T3) hauptsächlich am Golgi-Apparat lokalisiert 
und scheint dort für den retrograden Membranfluss zwischen Golgi-Apparat und Endoplas-
matischen Retikulum (ER) verantwortlich zu sein (Dorner, 1998). Hierzu existieren jedoch 
widersprüchliche Ergebnisse aus Experimenten mit Knock-out-Mäusen. Der retrograde 
Membranfluss von Golgi-Apparat zu ER unterschied sich in Fibroblasten dieser Mäuse 
nicht signifikant von dem in Wildtyp-Fibroblasten (Nakajima et al., 2002). Die 
widersprüchlichen Ergebnisse könnten sich einerseits aus den verschiedenen untersuchten 
Zelltypen, andererseits aus den unterschiedlichen experimentellen Vorgehensweisen 
erklären.  
In der vorliegenen Arbeit mit primären humanen Makrophagen konnte keine Lokalisation 
von KIF1C am Golgi-Apparat festgestellt werden, was mit den unterschiedlichen Zelltypen 
erklärt werden kann. Die bisher durchgeführten Untersuchungen zu KIF1C der 
Arbeitsgruppen Lammers und Hirokawa wurden an Skelettmuskelzellen und Fibroblasten 
durchgeführt.  
 
KIF1C interagiert mit der Protein-Tyrosin-Phosphatase 1, die am Vesikel-Trafficking und 
der Regulation der Tec Tyrosin-Kinase beteiligt ist (Lammers et al., 1993). KIF1C kann 
nach Behandlung mit dem PTP-Inhibitor Peroxovanadat in vitro durch c-Src tyrosin-
























dem die 350 carboxy-terminalen Aminosäuren von KIF1C als Köder eingesetzt wurden, 
konnten die b, g, e und z Isoformen der 14-3-3 Proteine als weiterer Interaktionspartner 
identifiziert werden. Diese Bindung wurde mit Ko-Immunpräzipitationen bestätigt. Sie ist 
abhängig von einer Phosphorylierung des Serins 1092 innerhalb des Motivs RRQRS(p)AP, 
die Teil einer Konsensussequenz für Casein Kinase II-Substrate ist. 14-3-3-Proteine sind 
eine Familie ubiquitär exprimierter Proteine, die an einer Vielzahl von zellulären 
Vorgängen beteiligt sind und denen allgemein eine Funktion als Gerüstproteine 
zugeschrieben wird. Casein Kinase II ist eine Serin/Threonin-Kinase, die in der 
Zellproliferation und Signaltransduktion eine Rolle spielt. Zu ihren Substraten zählen 
Transkriptionsfaktoren, Rezeptortyrosinkinasen, Clathrin und zytoskelettale Proteine wie 
b-Tubulin (Übersicht bei Allende und Allende, 1995).  
 
KIF1C ist ein wichtiger Mediator für die Resistenz von Makrophagen gegenüber dem 
Lethalen Faktor LF des Anthraxtoxins von Bacillus anthracis. Das zentrale Toxin LeTx ist 
aus zwei Proteinen aufgebaut, von dem das protektive Antigen PA an die Zellen bindet und 
den katalytisch aktiven lethalen Faktor LF in das Zytoplasma injiziert (Dixon et al., 1999). 
Dort agiert LF als Zink-Metalloprotease, die MAP Kinase Kinase (MAPKK) spaltet. 
(Duesberry et al., 1998). LeTx kann zwar in die meisten Zelltypen eindringen, aber nur 
Makrophagen lysieren ca. 2 h nach Infektion in Kultur. Aber auch bei den Makrophagen 
selbst gibt es Unterschiede in der Anfälligkeit: Zellen mit Wildtyp-KIF1C sind gegenüber 
LF resistent, Makrophagen mit mutiertem KIF1C lysieren nach Infektion mit LF. KIF1C 
spielt allerdings trotz seiner Funktion im intrazellulären Transport keine Rolle bei der 
Aufnahme oder Aktivierung von LF (Watters et al., 2001). DNA-array-Untersuchungen 
zur Änderung der Physiologie in Makrophagen nach Intoxikation mit LeTx zeigten, dass 
die Expression von MAPKK-regulierten Genen nicht verändert ist, jedoch eine Vielzahl 
von Genen, die unter Kontrolle von Glykogen-Synthase-Kinase-3b (GSK-3b) im Wnt-
Signalweg stehen. Der zytotoxische Effekt von LeTx scheint sich aus einer Kombination 
von mehreren Ereignissen zu ergeben, die jedoch noch nicht geklärt sind. (Tucker et al., 
2003). Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit konnten eine Beteiligung von KIF1C an der 
Regulation von Podosomen zeigen. In diesem Zusammenhang mit der Rolle von KIF1C in 
der Anfälligkeit gegenüber LeTx ist interessant, dass ausschließlich Makrophagen durch 
Einfluss von LeTx lysieren. Eventuell trägt eine Beeinträchtigung der Funktion von KIF1C 
und gestörte Podosomenbildung in Kombination mit anderen Effekten wie einer Störung 
des Wnt-Signalweges und der Spaltung von MAPKK zur Zytotoxizität von LeTx bei. 
Somit könnte erklärt werden, warum ausschließlich Makrophagen durch LeTx getötet 
werden.  
 
Experimente zur Hemmung von Dynein, das sich in Richtung der Mikrotubuli-Minusenden 
bewegt, zeigten, dass dieser Motor keine Rolle in der Podosomenregulation zu spielen 
scheint (Abb 3-5, Abb 3-6). Es könnte jedoch sein, dass Dynein eine mittelbare Funktion 
im Rücktransport der Plusenden-gerichteten Motoren spielt. Eventuell werden die Kinesine 
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in einem koordinierten Recyclingprozess wie im intraflagellaren-Transport (Cole et al, 
1998, Porter et al., 1999, Lucker et al. 2005) von Dyneinen gebunden und in Richtung des 
MTOC transportiert. Von dort aus bewegen sie sich wieder in Richtung der Plusenden, es 
sei denn, sie sind katalytisch inaktiv wie Rigor-Mutanten. In diesem Falle sammeln sich 
diese am MTOC an. Dies wurde auch in der vorliegenden Arbeit bei Einsatz der 
vermutlich katalytisch inaktiven Mutante KIF1C-K103A beobachtet: Das Kinesin 
akkumulierte am MTOC (Abb. 3-16, 3-17). Über die Lokalisation von Rigor-Kinesin-
Mutanten ist noch sehr wenig bekannt. Katalytisch inaktives KIF1Bß sammelte sich 
ebenfalls im perinuklearen Bereich an (Zhao et al., 2001).  
 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit konnte für das Kinesin KIF1C eine neue Funktion er-
mittelt werden: neben dem retrograden Membranfluss zwischen Golgi-Apparat und ER in 
Fibroblasten und glatten Muskelzellen (Dorner, et al., 1998) und als Mediator für die 
Anfälligkeit gegenüber dem Lethalen Faktor des Anthraxtoxins (Watters et al., 2001) ist 
KIF1C nötig für eine dynamische Regulation von Podosomen in primären humanen 
Makrophagen. Podosomen werden durch GFP-KIF1C kontaktiert, woraufhin sich ein 
Drittel teilt. Bei Einsatz einer nicht-funktionellen Mutante oder bei knock-down des KIF1C 
sinkt der Anteil der sich teilenden Podosomen. Daraus lässt sich nicht nur schließen, dass 
KIF1C eine wichtige Rolle in der Regulation der Podosomen hat, sondern auch, dass es 
womöglich einen Faktor zu den Adhäsionsstrukturen transportiert, der zur Teilung dieser 
Strukturen in mehrere Tochterpodosomen führt.  
 
4.3. KIF1C interagiert mit Myosin IIA  
KIF1C spielt eine Rolle in der Regulation der Podosomendynamik, möglicherweise durch 
den Transport eines Regulators. Deshalb wurde in dieser Arbeit versucht, den 
Mechanismus der Regulation durch Identifizierung eines möglichen Bindungspartners 
aufzuklären. Durch Immunpräzipitationsversuche unter Niedrigsalzbedingungen konnte 
der Aktin-basierte Motor Myosin IIA in HUVEC als Interaktionspartner für das 
überexprimierte KIF1C identifiziert werden. Diese Interaktion konnte durch Ko-
Immunpräzipitationen sowohl mit anti-KIF1C- als auch mit anti-MyosinIIA-Antikörper 
unter physiologischen Bedingungen in primären humanen Makrophagen bestätigt werden. 
Die Bindestelle für Myosin IIA konnte zudem durch Einsatz verschieden trunkierter GST-
KIF1C-Proteine auf die PTPD-Bindedomäne des KIF1C eingeschränkt werden. Myosin 
IIA bindet demnach im C-terminalen Bereich des Kinesins, der generell als frachtbindende 
Domäne des Motors angesehen wird. Die Phosphorylierungs-abhängige Interaktion mit der 
Proteinphoshatase PTPD1 erfolgt auch in diesem Bereich (Dorner et al, 1998). Möglich ist 
auch eine Regulation der Bindung sowohl von PTPD1 als auch von Myosin IIA über eine 
Phosphorylierung durch eine bislang unbekannte Kinase.  
 
Konfokalmikroskopische Aufnahmen zeigten zudem, dass beide Motoren besonders in der 
Zellperipherie angereichert sind, wo auch die höchste Podosomen-Dynamik zu ver-
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zeichnen ist. In Versuchen mit CLIP170-markierten Mikrotubuli zeigte sich, dass sich in 
der Zellmitte die Podosomen durch die Kontakte nicht verändern, in der Zellperipherie 
dagegen überwiegend auflösen und teilen. In GFP-KIF1C-transfizierten Zellen fiel auf, 
dass die Kontakte mit den Podosomen ebenfalls hauptsächlich an der Zellperipherie 
stattfanden (Abb. 3-14), während hingegen bei GFP-CLIP170-transfizierten Zellen Podo-
somen überall in der Zelle kontaktiert wurden (Abb. 3-2). 
 
Eine direkte Interaktion zwischen KIF1C und Myosin IIA wäre zwar ungewöhnlich, aber 
durchaus möglich. So konnten Huang und Mitarbeiter bereits eine Assoziation zwischen 
einem Kinesin und einem Myosin zeigen. Mittels eines Yeast Two Hybrid Screens, bei dem 
die Schwanzregion von Myosin VA als Köder eingesetzt wurde, konnte das Maus-Kinesin 
KhcU identifiziert werden. Hierbei bindet KhcU mit dem distalen Teil seiner Stielregion. 
N-terminal von dieser Bindestelle findet man die für die Homodimerisierung 
verantwortlichen coiled-coil-Regionen, C-terminal davon liegen die sog. Heptad-Repeats, 
die für eine Interaktion zwischen schweren und leichten Ketten nötig sind. Die Interaktion 
würde also weder mit der Homodimerisierung noch mit der Bindung der leichten Ketten 
interferieren, so dass der Motor weiterhin funktionell ist und zusätzlich zu Myosin VA 
noch Fracht binden kann. (Huang et al., 1999). 
Weitere Beispiele für die Interaktion eines Myosins aus der Myosine-V- Klasse mit einem 
Mikrotubuli-basierten Motor ist die Wechselwirkung zwischen Myosin VA und Dynein. 
Die Klasse V-Myosine sind für Organellentransport verantwortlich und binden Calmodulin 
und eine 8-kDa leichte Kette des zytoplasmatischen Dynein (Benashski et al., 1997; 
Espindola et al., 2000). An einem Organell können demnach sowohl ein Aktin- als auch 
ein Mikrotubuli-basierter Motor binden. Auch in der Hefe gibt es Beispiele für eine 
Interaktion zwischen dem Kinesin Smy1p und dem Myosin Myo2p (Lillie und Brown, 
1992). Bei solchen Hetero-Motor-Komplexen stellt sich die Frage, wie die Aktivitäten der 
beiden Enzyme koordiniert werden. Eine Erklärung wäre ein dominierender Motor im 
Komplex, z.B. würde ein dominanter Mikrotubuli-Motor die Fracht bis zu den Enden der 
Mikrotubuli transportieren, wo dann eine Fortsetzung der Bewegung auf Aktinfilamenten 
möglich wäre. Es ist jedoch auch vorstellbar, dass die beiden Aktivitäten der Motoren 
durch komplexere Mechanismen kontrolliert werden mit einer möglichen 
Rückkopplungsregulation und/oder einer unterschiedliche Regulation in subzellulären 
Kompartimenten (Goode et al., 2000).  
 
Für Myosin IIA konnte bislang gezeigt werden, dass es eine Rolle in der Ausbildung der 
Zellform spielt, da bei Einsatz einer dominant-negativen Mutante in HeLa-Zellen keine 
fokalen Adhäsionen mehr gebildet wurden (Wei und Adelstein, 2000). Neuere Daten 
konnten sogar einen Zusammenhang zwischen Myosin IIA und Defekten in der 
Zelladhäsion von Endoderm-Zellen in Mäuseembryonen herstellen. Hier führt nicht-
funktionelles Myosin IIA zu einer fehlerhaften Lokalisation der Zell-Zell-Kontaktproteine 
E-Cadherin und b-Catenin (Conti et al., 2004). Eine Isoform von Myosin IIA, Myosin IIB 
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hat eine Bedeutung in der gerichteten Zellmigration von Fibroblasten (Lo et al., 2004) und 
Neuronen während der Gehirnentwicklung (Ma et al., 2004). Eine Rolle von Myosin IIA 
bei der Podosomenregulation stünde demnach mit den bisher für diesen Motor 
gewonnenen Erkenntnissen im Einklang.  
 
Die in dieser Arbeit beobachtete Interaktion zwischen KIF1C und Myosin IIA ist die erste 
dieser Art für diese beiden Motorproteine. Generell wurden für Kinesine/Dyneine und 
Myosin bereits derartige wechselseitige Bindungen beobachtet (Huang et al, 1999, 
Benashski et al, 1997, Espindola et al. 2000). Für KIF1C wurden bislang erst zwei 
Interaktionspartner beschrieben: 14-3-3-Proteine und die Protein-Tyrosin-Phosphatase 1 
(Dorner et al, 1998, 1999).  
 
4.4. Die Interaktion zwischen KIF1C und Myosin IIA hat einen funktionellen Einfluss 
auf Podosomen 
Im Folgenden wurde untersucht, ob die Interaktion zwischen den beiden Motoren auch 
einen funktionellen Einfluss auf die Podosomen hat. Dazu wurde versucht, diese Bindung 
zwischen KIF1C und Myosin IIA durch Injektion der mit Myosin IIA-interagierenden P-
Domäne von KIF1C in Makrophagen zu hemmen. Die Injektion führte zu einer gestörten 
Podosomenbildung: es war eine Dosis-abhängige Verringerung der Zellen mit Podosomen 
festzustellen, zudem waren Aktinverklumpungen zu beobachten (Abb. 3-23). Die mögliche 
Disruption der Interaktion durch das Peptid führt also zu einer Veränderung der 
Podosomendynamik, höchstwahrscheinlich durch Hemmung der Teilung der Podosomen-
Vorläufer-Komplexe (siehe Punkt 4-1), wodurch es einerseits zu einer geringeren 
Podosomenanzahl und andererseits zu großen Verschmelzungen aus mehreren Podosomen-
Vorläufer-Komplexen kommen könnte.  
Auch die Inhibition der Myosin IIA-Aktivität mit dem für Myosin IIA und B spezifischen 
Hemmstoff Blebbistatin hatte deutlich Effekte auf die Podosomen. Auch hier war eine 
Dosis-abhängige Verringerung der Anzahl der Podosomen-haltigen Zellen zu beobachten, 
jedoch gab es in diesem Fall keine Aktinverklumpungen, sondern subzelluläre 
Unterschiede in der Podosomendichte. In der Mitte wiesen die Podosomen meist eine 
normale Verteilung auf, am Rand hingegen war die Dichte stark verringert. Auffällig ist 
hierbei, dass in Kontrollzellen vornehmlich am Zellrand Myosin IIA zu finden war und 
dort mit KIF1C kolokalisierte (Abb. 3-24). An der Zellperipherie findet man hauptsächlich 
dynamische Podosomen, die sich teilen oder auflösen (Abb. 3-2). Es konnte in der 
vorliegenden Arbeit also zum ersten Mal gezeigt werden, dass die Interaktion zwischen 








4.5. Modelle für die Regulation von Podosomen durch koordinierte Aktivität von 
KIF1C und Myosin IIA 
 
Es gibt für die unter Punkt 4.3. und 4.4. genannten Beobachtungen drei Deutungs-
möglichkeiten, die sich in die zwei Kategorien Transport und Targeting einteilen lassen:  
 
1a   ein dualer Transport mit Umladen der Fracht 
1b   ein stabiler Hetero-Motor-Komplex an Vesikeln  
2.  ein Führungsmechanismus des Kinesins entlang von Aktinfilamenten durch 
Myosin IIA.  
 
Die erste Möglichkeit bezieht sich auf einen universellen Prozess beim Vesikel- und 
Organellentransport, der auf Aktin-Mikrotubuli-Wechselwirkungen basiert. Die Fracht 
wird zunächst durch Kinesine entlang von Mikrotubuli transportiert und wird dann auf 
Myosine an Aktinfilamenten übertragen. Ein Beispiel hierfür ist der Transport von 
Vesikeln in Neuronen. Der „Langstreckentransport“ aus dem Zellkörper wird durch 
Kinesin entlang von Mikrotubuli katalysiert, am Wachstumskegel wird die Fracht dann 
umgeladen auf Myosine, das Aktinzytoskelett dient hierbei dem „Nahverkehr“ (Brown, 
1999). Dieses duale Transport-Konzept wurde auch beim der Dispersion von Pigment-
granula in Melanophoren beobachtet: über Mikrotubuli werden die Pigmentgranula schnell 
in die Zellperipherie gebracht, dort werden sie mit Hilfe von Aktinfilamenten gleichmäßig 
verteilt. Auch hier findet also ein koordinierten Transport und ein Transfer von 
Mikrotubuli auf Aktinfilamente statt (Rodionov et al., 1991). Ebenso wurde für Mito-
chondrien in Neuriten von kultivierten Neuronen ein Transport sowohl entlang von 
Aktinfilamenten als auch entlang von Mikrotubuli beobachtet (Morris und Hollenbeck, 
1995).  
 
Betrachtet man die Daten aus der vorliegenden Arbeit in diesem Zusammenhang, so 
eröffnet sich folgende Interpretationsmöglichkeit: KIF1C könnte Podosomenregulatoren, 
die u.U. für eine Teilung der Podosomen nötig sind, an Mikrotubuli an die Substrat-
anheftungsebene bringen und dort nach Interaktion mit Myosin IIA an diesen Motor 
„übergeben“. Myosin IIA transportiert dann die Regulatoren weiter zu den Podosomen 
entlang der Aktinfilamente, die die Podosomen miteinander verbinden. Diese Ver-
bindungen konnten sehr bald nach der ersten Beschreibung von Podosomen von Gavazzi 
und Mitarbeitern (Gavazzi et al., 1989) und später von Gimona (Gimona et al., 2003) in 
elektronenmikroskopischen Aufnahmen gezeigt werden (siehe Abb. 4-3). In der 
vorliegenden Arbeit gibt es Hinweise aus konfokalmikroskopischen Aufnahmen, dass 





Abb. 4-3: Elektronenmikroskopische Aufnahme von Zytoskelettpräparationen. (A) Podosomen 
bilden sich bevorzugt an den Enden und Seiten von dicken Aktinfilamentbündeln und sind durch 
Aktinfilamente miteinander verbunden. Weißer Balken: 5 µm. (B und C). Die höhere 
Vergrößerung zeigt, dass von Podosomen sternförmig Aktinfilamente ausgehen. Weißer Balken: 
2 µm. (Gimona et al., 2003) 
 
 
Dieses Modell erscheint jedoch fragwürdig, da Mikrotubuli bzw. KIF1C in diesem Falle 
nicht mehrere Podosomen nacheinander kontaktieren müssten, da die Feinverteilung der 
Regulatoren durch das Myosin IIA erfolgen würde und der Mikrotubuli-basierte Transport 
nur dem schnellen Anliefern von Regulatoren dienen würde. In Falle der 
Podosomenregulation könnte die Interaktion zwischen KIF1C und Myosin IIA einerseits 
eine kurzfristige sein, die nur für den Prozess des Umladens besteht. Eine Verstärkung 
dieser Interaktion könnte durch MAPs wie CLIP170 erfolgen, denn an diesen „Zytoskelett-
Kreuzungen“ sind weitere Proteine lokalisiert, die beide miteinander verbinden können. 
Ein Beispiel hierfür ist MAP1B, dessen Assoziation mit den Mikrotubuli durch 
Phoshorylierung reguliert werden kann (Togel et al., 1998). Andere MAPs können 
außerdem noch an Endosomen, Kinetochoren und anderen Partikeln in der Zelle binden. 
CLIP170 zum Beispiel bindet bevorzugt an wachsende Mikrotubuli-Enden und kann an 
unkonventionelles Myosin binden. Dies eröffnet die Möglichkeit, dass CLIPs Mikrotubuli 
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binden und halten und somit den Transfer zwischen Mikrotubuli- und Aktin-basierten 
Motoren erleichtern (Lantz und Miller., 1998).  
Eine zweite Möglichkeit wäre eine stabile Interaktion, d.h. KIF1C und Myosin IIA würden 
in diesem Falle bereits zu Beginn an dieselbe Fracht binden. KIF1C wäre für den ersten 
Weg entlang der Mikrotubuli der dominierende Motor, der die Fracht mitsamt dem 
gebundenem Myosin IIA transportiert bis zur Substratanheftungsebene, an der Myosin IIA 
den Transport entlang der Aktinfilamente übernimmt. Es gibt Daten zu synaptischen 
Vesikeln, die mit Mikrotubuli und Aktin kolokalisieren und an denen Myosin 5a gebunden 
ist (Evans et al., 1997). Für einen bislang nicht charakterisierten Aktin-basierten Motor 
wurde sogar in Live Cell Imaging Experimenten eine Bewegung entlang von Mikrotubuli 
beobachtet (Kuznetsov et al., 1992). Myosine können also als „Passagiere“ an Organellen 
entlang von Mikrotubuli transportiert werden. GFP-KIF1C ist bei Überexpression in den 
Zellen an vesikelartigen Strukturen zu finden, die u. U. solche Organellen mit Hetero-
Motor-Komplex darstellen könnten. Ob jedoch diese Strukturen von Membranen umgeben 
sind, ist unbekannt, jedoch ist KIF1C bei differentieller Ultrazentrifugation in den 
Hochgeschwindigkeits-Fraktionen zu finden, was für eine Assoziation mit Membranen von 
kleinen Vesikeln spricht (Nakajima et al., 2002). In diesem Falle wäre die Interaktion 
zwischen den beiden Motoren aber wahrscheinlich keine direkte, sondern würde über die 
Vesikel bewerkstelligt. Es sind jedoch auch direkte Interaktionen der Motoren am Vesikel 
denkbar. Hierzu sind weiterführende Versuche zur Identifizierung solcher Vesikel nötig, 
die Gegenstand zukünftiger Experimente sein werden, bzw. zum Nachweis einer direkten 
Interaktion durch Einsatz gereinigter Myosin IIA-Mokeküle. 
 
Eine dritte Interpretationsmöglichkeit für die Daten aus der vorliegenden Arbeit ist ein Me-
chanismus, bei dem Mikrotubuli durch die Verbindung KIF1C und Myosin IIA entlang 
von Aktinfilamenten zu den Podosomen und zwischen ihnen geführt werden. Kon-
fokalmikroskopische Aufnahmen von Myosin IIA und Aktin (Abb. 3-22) zeigen die 
Lokalisation des Motors an den Aktinfilamenten zwischen den Podosomen. KIF1C könnte 
so mehrere Podosomen hintereinander kontaktieren (siehe Abb. 3-14) und Podosomen-
regulatoren anliefern, die u. U. durch weitere Kinesin-basierte Motoren an den Mikrotubuli 
oder auch durch KIF1C selbst herantransportiert werden. Dieser Einfluss des Aktins auf 
die Organisation der Mikrotubuli in migrierenden Zellen ist bereits bekannt: Im Lamelli-
podium motiler Zellen werden Mikrotubuli durch das Aktomyosinsystem in Richtung 
Zellmitte transportiert (Mikhailov und Gundersen, 1995; Waterman-Storer und Salmon, 
1997; Yvon und Wadsworth, 2000). Es wurde beobachtet, dass Mikrotubuli entlang von 
Aktinbündeln wachsen können und dass die Enden von Mikrotubuli oft durch das 
Zytoplasma gezogen werden, indem sie an sich bewegenden Aktinbündel gebunden sind 























































Abb. 4-4. Modelle der Regulation von Podosomen durch Motorproteine 
oben: dynamische Podosomen (rot) findet man hauptsächlich in der Zellperipherie und werden von 
Mikrotubuli und KIF1C kontaktiert (grüner Bereich), statische (gelb) in der Zellmitte und werden 
nur von Mikrotubuli kontaktiert (orangefarbener Bereich). Es wurde nur ein Teil Mikrotubuli 


































Fortsetzung der Bildunterschrift von Abb. 4-4 
1a, Dualer Transport mit Umladen der Fracht: KIF1C ist als Homodimer dargestellt mit einer 
globulären Motordomäne, die an Mikrotubuli (hellblaue Röhren) bindet, einem coiled-coil-Stiel 
und einem langgestreckten C-Terminus (grün) und transportiert die Fracht entlang der Mikrotubuli 
(blau) zur Substratanheftungsebene, interagiert dort temporär mit Myosin IIA (violett), wobei die 
Fracht umgeladen wird und über Aktinfilamente (rote Linien) zwischen den Podosomen (rote 
konische Strukturen) an diese verteilt wird. 
1b, Hetero-Motor-Komplex an Vesikeln: KIF1C (grün) und Myosin IIA (violett) binden an ein 
Frachtvesikel (orange), der Transport zur Substratanheftungsebene erfolgt über Kinesin entlang 
von Mikrotubuli (blau), bei Erreichen von Aktinfilamenten (rot) übernimmt Myosin IIA die 
Transportfunktion. 
2, Führungsmechanismus: Podosomen sind über Aktinfilamente (rote Linien) miteinander 
verbunden. An den Aktinfilamenten entlang transloziert Myosin IIA (blau), KIF1C (grün) bindet an 
Myosin IIA. Durch die Verbindung Myosin IIA-KIF1C werden die Mikrotubuli zu den Podosomen 
geführt. Weitere Faktoren werden über diese Mikrotubuli angeliefert, entweder direkt durch KIF1C 




Diese Interpretationsmöglichkeiten wurden in Modellen dargestellt (Abb. 4-4):  
Die subzellulären Unterschiede in der Podosomendynamik könnten sich daraus ergeben, 
dass nur in der Zellperipherie Podosomen von Mikrotubuli mit gebundenem KIF1C 
kontaktieren (Abb. 4.4 oben). Bei einem dualen Transportmodell erfolgt die Bewegung der 
Fracht zunächst über Mikrotubuli bis zum Erreichen der Substratanheftungsebene, wo die 
Fracht auf Myosin IIA an Aktinfilamenten umgeladen wird (Abb. 4-4, 1a). Ein Hetero-
Motor-Komplex würde auch zunächst einen Transport entlang von Mikrotubuli 
katalysieren, hier wären beide Motoren jedoch dauerhaft an einem Vesikel gebunden, es 
erfolgt kein Umladen. KIF1C transportiert die Frachtvesikel mitsamt dem gebundenen 
Myosin IIA. Beim Führungsmechanismus bindet KIF1C an Mikrotubuli und an Myosin 
IIA. Dieses wiederum bewegt sich entlang der Aktinfilamente zwischen den Podosomen. 
Über die Verbindung KIF1C-Myosin IIA könnten also die Mikrotubuli zu den Podosomen 
geführt und weitere Podosomenregulatoren angeliefert werden. Dies würde auch die 
gestörte Podosomendynamik bei Hemmung von Myosin IIA oder bei Injektion des Myosin 
IIA-bindenden KIF1C-Fragments erklären. KIF1C ohne gebundenes Myosin IIA ist in 
diesen Modellen nicht in der Lage, die Podosomen korrekt zu kontaktieren, woraus sich 
der gestörte Podosomenumsatz erklärt. Die subzelluläre Verteilung von Myosin IIA in 
einem Ring in der Zellperipherie führt in diesem Fall dazu, dass wie beobachtet, dort eine 












Durch Einsatz von fluoreszenzmarkiertem Myosin IIA und KIF1C soll in lebenden 
primären humanen Makrophagen untersucht werden, ob das vorgeschlagene Modell zum 
Führungsmechanismus der Wirklichkeit entspricht.  
 
Des Weiteren soll die Frage geklärt werden, ob es sich bei den KIF1C-haltigen Strukturen 
wirklich um membranöse Vesikel handelt und ob daran bereits auch Myosin IIA gebunden 
ist. Bei Isolation dieser Vesikel könnten eventuell auch weitere Interaktionspartner 
identifiziert werden, die wahrscheinlich zu den Podosomen transportierte Regulatoren 
darstellen. Um welche es sich hierbei handelt, soll in zukünftigen Experimenten ermittelt 
werden.  
 
KIF1C ist sicherlich nicht der einzige Motor, der bei der Regulation der Podosomen eine 
Rolle spielt, denn bei knock-down von KIF1C sank der Anteil der Podosomen-haltigen 
Zellen nur auf 50%. Podosomen werden durch eine Vielzahl von Proteinen reguliert, die 
höchstwahrscheinlich separat durch spezifische Motoren transportiert werden. Deswegen 
sollen in weiterführenden Untersuchungen noch weitere Motoren identifiziert werden und 



























Podosomen sind aktinreiche Adhäsionsstrukturen monozytärer Zellen (Makrophagen, 
dendritischen Zellen, Osteoklasten) und anderer Zelltypen. Ihre funktionelle Rolle liegt 
wahrscheinlich in der Adhäsion, gerichteten Migration und Invasion in Gewebe. 
Mikrotubuli haben in ihrer Regulation eine wichtige Bedeutung, der genaue Mechanismus 
war jedoch bislang noch nicht bekannt. Es war zudem unklar, ob ein direkter Kontakt 
zwischen beiden Strukturen besteht. Deswegen wurde die räumliche und funktionelle 
Beziehung zwischen Podosomen und Mikrotubuli in primären humanen Makrophagen 
untersucht. Dabei wurden folgende Erkenntnisse gewonnen:  
 
1.  Mikrotubuli-Plusenden traten in lebenden Makrophagen mit der überwiegenden 
Mehrheit der Podosomen in Kontakt, woraufhin sich je ein Drittel der Podosomen 
entweder auflöste, sich in zwei oder mehrere Tochterpodosomen teilte oder 
unverändert blieb. Nicht kontaktierte Podosomen blieben vorwiegend statisch. Die 
Häufigkeit der jeweiligen Reaktion war hierbei abhängig vom Zellbereich mit 
einem Vorherrschen der Teilungen und Auflösungen in der Zellperipherie und einer 
vorherrschend statischen Podosomenpopulation in der Zellmitte. Podosomen 
werden also durch direkte Interaktionen mit Mikrotubuli reguliert.  
 
2.  Mikrotubuli dienen möglicherweise zum Transport von Regulatoren oder 
Komponenten der Podosomen. Da keiner der bekannten Regulatoren eine 
Motoraktivität besitzt, lag die Vermutung nahe, dass ein Mikrotubuli-basierter 
Motor für diesen Transport verantwortlich ist. Als erster Hinweis für die 
Beteiligung eines Motors wurde die Abhängigkeit der Podosomenbildung von einer 
ATP-Hydrolyse durch Mikroinjektion eines nicht-hydrolysierbaren ATP-
Analogons gezeigt.  
 
3.  Es gibt zwei Gruppen von Mikrotubuli-basierten Motoren: Kinesine und Dynein. 
Der sich in Richtung der Mikrotubuliminusenden bewegende Motor Dynein spielt 
keine unmittelbare Rolle in der Podosomenbildung, wie durch Mikroinjektion eines 
inhibitorischen Antikörpers gegen Dynein und eines chemischen Dynein-Inhibitors 
gezeigt werden konnte.  
 
4.  Als zweite Gruppe von Motorproteinen wurden die zum Plusende transportierenden 
Kinesine untersucht. Fokale Adhäsionen, eine weitere Art von Adhäsionsstrukturen 
in anderen Zelltypen, werden durch konventionelles Kinesin KIF5B reguliert. 
Jedoch ergab die Mikroinjektion eines hemmenden Antikörpers gegen KIF5B 
keinen Hinweis auf eine Beteiligung von KIF5B an der Podosomenregulation.  
 
 In einem breit angelegten Versuch mit verschiedenen Wildtyp- und mutierten Kon-
strukten von unterschiedlichen schweren und leichten Ketten von Kinesinen konnte 
KIF1C als Motor identifiziert werden, der eine Rolle bei der Podosomenregulation 
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spielt. Dies konnte durch knock-down-Experimente mit siRNA bzw. shRNA 
bestätigt werden.  
 
5.  Die Expression von KIF1C in primären humanen Makrophagen wurde auf mRNA-
Ebene mittels RT-PCR und auf Proteinebene mit Immunpräzipitation 
nachgewiesen. KIF1C bindet wie für ein Kinesin zu erwarten an Mikrotubuli und 
kann mit diesen kosedimentiert werden. In lebenden primären humanen 
Makrophagen zeigte GFP-KIF1C eine Anreicherung an Plusenden an der 
Substratanheftungsebene. 
 
6.  Im Weiteren wurde der Einfluss von KIF1C auf die Podosomendynamik genauer 
untersucht. Bei Transfektion eines GFP-KIF1C-Plasmides wurden in Analogie zu 
den Interaktionen von Mikrotubuliplusenden und Podosomen Kontakte von GFP-
KIF1C mit Podosomen beobachtet. Ungefähr die Hälfte der Podosomen wurde von 
GFP-KIF1C kontaktiert, auch hier löste sich je ein Drittel der kontaktierten 
Podosomen auf, teilte sich oder blieb unverändert. Daraus kann man schließen, dass 
KIF1C eine Rolle in der Podosomenregulation spielt. Zudem beschränkten sich die 
Kontakte vorrangig auf die Zellperipherie.  
 
7.  Zur Herstellung einer dominant negativen Mutante von KIF1C wurde eine 
Punktmutation in das ATP-Bindemotiv eingeführt, die in einem sogenannten Rigor-
Zustand des Motors resultieren sollte, d.h. das Kinesin kann zwar noch ATP 
binden, aber nicht mehr hydrolysieren. Transfektion dieser K103A-Mutante führte 
in primären humanen Makrophagen zu einer Verringerung der Zellen mit 
Podosomen, außerdem war eine Akkumulation des GFP-Signals am Zentrosom zu 
beobachten. In lebenden Makrophagen ergab sich eine Reduzierung der sich 
teilenden Zellen im Vergleich zu Zellen, die mit dem Wildtyp-Kinesin transfiziert 
wurden.  
knock-down von KIF1C hatte ebenfalls einen verringerten Anteil podosomen-
haltiger Zellen, sowie einen geringeren Prozentsatz sich teilender Podosomen zur 
Folge. Für KIF1C konnte demnach nicht nur eine Beteiligung an der 
Podosomenregulation gezeigt werden, sondern es konnte ihm auch eine spezifische 
Rolle in der Kontrolle der Teilungsrate zugeschrieben werden. 
 
9.  Als Interaktionspartner von KIF1C konnte Myosin IIA identifiziert werden und die 
Bindestelle auf die PTPD1-Bindedomäne von KIF1C eingeschränkt werden. Beide 
Motoren kolokalisieren in Makrophagen in der Zellperipherie, wobei Myosin IIA 
auch an Aktinfilamenten zu finden ist, die die einzelnen Podosomen verbinden. Die 
Interaktion hat auch eine funktionelle Rolle in der Podosomenregulation: bei 
Hemmung der Bindung durch Mikroinjektion der gereinigten Myosin IIA-
bindenden Domäne von KIF1C sowie bei Inhibition von Myosin IIA durch den 
chemischen Inhibitor Blebbistatin war jeweils eine dosisabhängige Verringerung 
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der Zellen mit Podosomen zu beobachten. In lebenden Makrophagen löste sich 
nach Zugabe von Blebbistatin die überwiegende Zahl der Podosomen in der 
Zellperipherie auf, der Anteil der sich teilenden Podosomen war stark verringert.  
 
Die Ergebnisse zeigen insgesamt, dass KIF1C an den Mikrotubuli-Plusenden angereichert 
ist und in Kooperation mit Myosin IIA die Podosomendynamik in der Zellperipherie 
reguliert.  
 
Diese Daten wurden in einem Modell zusammengefasst: Podosomen sind durch Aktin-
filamente miteinander verbunden, an welchen sich Myosin IIA bewegt. KIF1C bewegt sich 
entlang Mikrotubuli und bindet an Myosin IIA. Über diese Verbindung werden die 
Mikrotubuli an die Podosomen herangeführt und auch von einem zum benachbarten 
Podosom geleitet. KIF1C könnte über Mikrotubuli Regulatoren herantransportieren, die 
die Teilung in Tochterpodosomen zur Folge haben. Durch die Verbindung KIF1C-Myosin 
wird also wahrscheinlich eine gezielte und punktgenaue Anlieferung von Podo-
somenregulatoren ermöglicht.  
 
Die Identifizierung dieser Podosomenregulatoren sowie die Ermittlung weiterer Motoren 
mit einer Rolle in der Kontrolle der Podosomendynamik werden Gegenstand weiterer Ex-
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Inhalt der Video-CD 
 
Für eine optimale Abspielgeschwindigkeit von der CD wurden die Filme komprimiert 
(siehe Ordner „komprimierte Fassung der Filme“), die Originalfassung der Filme befindet 
sich im Ordner „Filme in Originalauflösung“.   
 
 
Film 1. CLIP170-markierte Mikrotubuliplusenden kontaktieren Podosomen 
primäre humane Makrophagen, transfiziert mit pmRFP-Aktin und 
pEGFP-CLIP170. Die Aufnahmen zeigen die 
Substratanheftungsebene der Zellen, Mikrotubuliplusenden (grün) 
kontaktieren Podosomen (rot).  
Die Zeit seit Beginn des Filmes ist in sec in der linken oberen Ecke 
des Films zu sehen.  




Film 1A: Kontaktierte Podosomen bleiben unverändert  
Ausschnittsvergrößerung aus Film 1 
Das Podosom (rot) wird von mehrfach von CLIP170-markierten 
Mikrotubuliplusende (grün) kontaktiert, bleibt aber während des 
Beobachtungszeitraumes unverändert. 




Film 1B: Kontaktierte Podosmen lösen sich auf 
   Ausschnittsvergrößerung aus Film 1 
Das Podosom (rot) wird von einem CLIP170-markierten 
Mikrotubuliplusende (grün) kontaktiert und sich daraufhin auflöst 





Film 1C: Kontaktierte Podosomen teilen sich in Tochterpodosomen 
   Ausschnittsvergrößerung aus Film 1 
Der Podosomen-Precursor-Cluster (rot) wird vielfach von mehreren 
CLIP170-markierten Mikrotubuliplusenden (grün) kontaktiert und 
teilt sich daraufhin in mehrere Tochterpodosomen 







Film 2. KIF1C kontaktiert Podosomen  
primäre humane Makrophagen, transfiziert mit pmRFP-Aktin und 
pEGFP-KIF1C, die Aufnahmen zeigen die Substratanheftungsebene 
der Zellen, vesikelartige Strukturen mit GFP-KIF1C (grün) 
kontaktieren besonders an der Zellperipherie Podosomen (rot.< 
Die Zeit seit Beginn des Filmes ist in sec in der linken oberen Ecke 
zu sehen.  
Dauer des Films: 7sec (entspricht in Echtzeit 12 min) 
 
 
Film 2A: Von KIF1C kontaktierte Podosomen teilen sich in drei Tochterpodosomen 
Ausschnittsvergrößerung aus Film 2 
Der Podosomen-Precursor-Cluster (rot) wird mehrfach von 
verschiedenen GFP-KIF1C-Strukturen (grün) kontaktiert und teilt 
sich daraufhin in drei Tochterpodosomen.  




Film 2B: Von KIF1C kontaktierte Podosomen lösen sich auf 
Ausschnittsvergrößerung aus Film 2.  
Das Podosom (rot) wird mehrfach von GFP-KIF1C-Strukturen 
(grün) kontaktiert und löst sich daraufhin auf.  
Dauer des Filmes: 7 sec (entspricht in Echtzeit 12 min)  




Film 3: Hemmung von Myosin IIA durch Blebbistatin führt zur Auflösung der 
Podosomen 
primäre humane Makrophagen, transfiziert mit pmRFP-Aktin, zu 
Beginn der Aufnahmen wurde 40 µM Blebbistatin zugegeben. Der 
Effekt tritt nach ca. 5 min auf. Die Mehrzahl der Podosomen löst 
sich auf, so dass nach 13 min nur noch eine geringe Anzahl 
vorhanden ist.  
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